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Liste des abréviations 
 
AAE  Alvéolite Allergique Extrinsèque 
ADN  Acide DésoxyriboNucléique 
ADNc  ADN complémentaire 
AMV-RT Transcriptase Reverse du Virus de la Myéloblastose Aviaire 
ARN  Acide RiboNucléique 
ARNm ARN messager 
ARNr  ARN ribosomal 
BPCO  Broncho-pneumopathie Chronique Obstructive 
CLIN  Comité de Lutte contre les Infections Nosocomiales 
COVm Composés Organiques Volatils microbiens 
ERMI  Environmental Relative Moldiness Index 
ESA  Agence Spatiale Européenne 
FAM  Carboxyfluoresceine 
Geq  Génome équivalent 
GBEA  Guide de Bonne Exécution des Analyses 
HEPA  High Efficiency Particulate Air ou Filtre absolu à haute efficacité 
MiDASS Microbial Detection in Air System for Space 
MSR  Maximal Signal Ratio 
NASBA Nucleic Acid Sequence Based Amplification 
P1  Amorce P1 
P2  Amorce P2 
PCR  Polymerase Chain Reaction 
RNaseH Ribonucléase H 
ROX   Carboxy-X-rhodamine 
Rpm  Rotations par minute 
Sd  Standard deviation ou Ecart type 
T7 DdRp T7 DNA-dependant RNA polymerase 
UFC  Unité Formant Colonie 
VHC  Virus de l’hépatite C 





« Le microbe n’est rien, le terrain est tout ». Si cette citation d’un des précurseurs de la 
microbiologie, Antoine Béchamp, pharmacien du 19ème siècle, souligne l’importance de la 
notion de défenses (biologiques ou mécaniques) de l’hôte dans la survenue d’une infection 
d’un individu par un micro-organisme, elle illustre également la nécessité de maitriser la 
contamination microbiologique d’un environnement hébergeant des personnes dont 
l’immunité serait altérée (1–9). 
Lorsque les conditions propices à la croissance fongique sont présentes en milieu intérieur 
(hospitalier ou domestique) et qu’elles ne sont pas contrôlées, les moisissures peuvent 
proliférer, coloniser divers substrats et disséminer leur spores dans l’air ambiant (1,6,10–15). 
Cette flore fongique environnementale expose les individus à un ensemble nosologique très 
large, comprenant des effets irritatifs, immunologiques, toxiques et infectieux. Ceux-ci 
dépendent du mode et de l’importance de l’exposition, de la nature de l’agent en cause et de la 
susceptibilité des individus exposés (1,2,7,9,16,17). 
   
Dans les établissements de santé, la surveillance microbiologique de l’environnement 
représente un des axes de la politique de lutte contre les infections nosocomiales (18,19). Une 
stratégie de contrôles environnementaux est définie par chaque Comité de Lutte contre les 
Infections Nosocomiales (CLIN). Après analyse des risques, celui-ci cible des zones de 
prélèvements prioritaires, adaptées aux différentes situations.  
La gestion de l’aéro-biocontamination et de l’exposition fongique en particulier est également 
primordiale dans le domaine aérospatial. Une exposition fongique prolongée dans l’air 
intérieur des navettes spatiales aurait des effets délétères en terme écologique, sur les 
matériels et sur les spationautes, dont l’immunité est altérée pendant les vols (20–23). Dans ce 
contexte, l’Agence Spatiale Européenne (ESA) a confié au laboratoire bioMérieux le 
développement du projet MiDASS. Ce projet prévoit la mise au point d’une trousse 
automatisée de détection de la flore bactérienne et fongique environnementale par biologie 
moléculaire. L’objectif est de bénéficier d’un outil spécifique, d’interprétation facile, plus 




Le développement des techniques de biologie moléculaire dans le domaine environnemental 
est encore assez limité. En revanche, elles sont largement utilisées dans le domaine médical et 
permettent une aide au diagnostic ou au suivi biologique. Parmi ces techniques, la NASBA est 
une technologie de détection et d’amplification des acides nucléiques mise au point en 1991 
par Jean Compton (24).  
La société bioMérieux a développé, dans le cadre du projet MiDASS, une NASBA Panfungi 
permettant l’amplification d’une séquence nucléotidique commune au règne fongique: 
l’ARNr 28S. Dans les secteurs dits « protégés » dans lesquels la contamination biologique 
doit être faible ou nulle et l’environnement régulièrement contrôlé, la détection de cette 
séquence permettrait la mise en œuvre rapide d’actions correctives.  
 
Après quelques rappels sur l’aéro-contamination fongique et ses effets en termes de santé 
humaine, nous passerons en revue les principales méthodes d’échantillonnage de l’air et des 
surfaces, ainsi que les différentes techniques d’évaluation de la charge fongique d’un 
environnement, puis nous présenterons la technologie NASBA Panfungi et ses applications.     
Dans un second temps, nous décrirons le travail réalisé dans le cadre de cette étude, dont 
l’objectif était d’évaluer les performances de la NASBA Panfungi dans la détection de la 
contamination fongique d’un secteur à air maitrisé (secteur hospitalier, unité d’hématologie) 
et de les comparer à la culture mycologique.  
Pour cela, douze campagnes de prélèvements de surfaces et onze de prélèvements d’air ont été 
réalisées dans l’environnement hospitalier. Trois zones de prélèvements ont été choisies: une 
zone à charge fongique supposée quasi nulle (pour être proche de l’écologie des stations 
spatiales), une zone à contamination faible et une zone fortement contaminée.  
Pour chaque point de prélèvement, deux échantillonnages ont été effectués: l’un a été traité en 
biologie moléculaire et analysé par la NASBA Panfungi au centre Christophe Mérieux 
(bioMérieux), l’autre a été mis en culture sur un milieu adapté à la croissance des spores 
fongiques au laboratoire de Parasitologie-Mycologie du CHU de Grenoble. Une comparaison 
qualitative a ensuite été effectuée entre les deux méthodes.  
Enfin, après avoir présenté les résultats de ce travail, ils seront discutés et comparés aux 




1. Contamination fongique de l’environnement 
 
1.1. Généralités sur les bioaérosols 
 
Les aérosols biologiques ou bioaérosols peuvent se définir comme des particules d’origine 
microbienne en suspension dans l’air. Ces biocontaminants sont composés de structures 
viables et non viables. Les particules viables contiennent les cellules ou spores bactériennes, 
les fragments de mycélium et spores fongiques, les cellules ou les kystes de protozoaires. Les 
particules non viables sont composées de fragments cellulaires ou de métabolites microbiens 
(endotoxines, mycotoxines…) (25,26). 
Les bioaérosols sont de composition variable, d’origine naturelle ou liés à l’activité de 
l’homme. Ils sont caractérisés par leur taille, leur forme et leur densité. Ces paramètres 
physico-chimiques, ainsi que des facteurs environnementaux (humidité, température, 
ventilation), déterminent leur capacité d’aérosolisation (15,26,27). La taille de ces particules 
varie de 0,3 à 100 µm. Les particules de moins de 5 µm de diamètre, majoritaires, restent en 
général en suspension dans l’air, alors que les particules de plus grande taille se déposent sur 
les surfaces (26,27).  
 
1.2. Généralités sur le règne fongique 
 
Le règne des champignons comporte plusieurs dizaines de milliers d’espèces de moisissures 
et de levures (1,2,4–6,27–33). Ces organismes eucaryotes peuvent être des saprophytes 
primaires ou des parasites. Ils sont généralement aérobies, hétérotrophes pour le carbone et 
l’azote et chimiotrophes. Ubiquitaires, ils peuvent se développer sur tout milieu possédant 
l’eau et les substances nécessaires à leurs propres synthèses (1). 
Les levures sont des organismes unicellulaires qui se divisent par scission ou bourgeonnement  
(reproduction asexuée). Les moisissures constituent un groupement hétérogène au sein du 
règne fongique. La plupart appartiennent à l’ordre des Deuteromycota. Organismes 
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pluricellulaires, les moisissures se reproduisent par sporulation et se développent par des 
filaments appelés hyphes qui en s’agglomérant constituent le mycélium (1,4,30). Celui-ci, en 
se développant, donne naissance à des structures plus spécialisées: les appareils sporifères. 
Ces structures sont responsables de la formation de spores, dont le rôle est double. D’une part 
leur métabolisme réduit leur permet d’assurer la préservation du champignon à l’état latent, 
pendant plusieurs années (1,3,27,29,34). D’autre part, leur petite taille favorise leur dispersion 
par l’air, l’eau ou d’autres vecteurs (insectes, acariens, homme...), permettant la propagation 
de l’espèce fongique dans l’environnement. En conditions favorables (substrat, humidité), les 
spores peuvent germer et donner un nouveau mycélium, qui pourra à son tour se développer et 
sporuler (1,29). 
 
1.3. Contamination de l’air intérieur par les bioaérosols 
 
1.3.1. Conditions de contamination de l’air intérieur 
 
La présence de bioaérosols dans l’air intérieur est principalement due aux particules 
provenant de l’air extérieur, à l’homme et ses activités, aux matériaux de construction et aux 
mobiliers. Diverses « niches écologiques », réservoirs de spores de moisissures et de levures, 
sont également retrouvées au niveau des systèmes de ventilation et des zones en travaux (35). 
De nombreux paramètres environnementaux influencent la croissance fongique. 
1.3.1.1. Influence de la température 
Les moisissures présentes dans l’environnement intérieur sont majoritairement mésophiles: 
leur croissance est optimale à une température proche de celle des locaux. Leur large gamme 
de température de croissance leur procure un avantage compétitif par rapport aux autres 
micro-organismes. C’est notamment le cas d’Aspergillus fumigatus, qui peut se développer 
entre 12 et 52 °C (1,17,17,30,32,33,36,37).  
 
1.3.1.2. Influence de la composition des substrats 
La colonisation des matériaux par les moisissures induit leur biodégradation, par deux 
mécanismes différents: dégradation physique liée au développement des hyphes et 
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dégradation chimique imputable à la production de divers métabolites fongiques. Les supports 
cellulosiques présents dans les constructions (papier et colle en surface du placoplâtre, tuiles 
cartonnées, matériaux de recouvrement agglomérés) constituent des composés facilement 
dégradables par les moisissures et d’excellents supports de croissance (1,16,27,30).   
 
1.3.1.3. Influence de l’humidité 
Dans les environnements intérieurs, les éléments nutritifs sont assez abondants et la 
température généralement modérée. Dans les environnements à hygrométrie faible, l’eau 
constitue souvent le facteur limitant pour la germination des spores et le développement 
fongique. A l’inverse, les milieux humides sont plus fréquemment colonisés par les 
moisissures (1,14). Les causes d’humidité intérieure sont nombreuses: fuite d’eau, défaut 
d’isolation et de ventilation provoquant une condensation sur les surfaces, activités humaines 
(1,5)...  
 
1.3.1.4. Nature de l’espèce considérée 
La capacité d’aérosolisation des spores fongiques à partir du support de croissance est 
également liée à la nature de l’espèce considérée. Certaines spores rugueuses et légères 
peuvent se maintenir plusieurs heures dans l’air (A. fumigatus), alors que d’autres spores, 
lisses et plus lourdes (A. niger), retombent et se déposent plus rapidement sur les surfaces. La 
viscosité de la paroi intervient également dans l’aérosolisation des spores fongiques. Les 
spores de Stachybotrys spp ou Fusarium spp, visqueuses, auront davantage de difficulté à être 
décrochées de leur support que des spores plus sèches (A. fumigatus, Penicillium sp) (1,38). 
Afin de s’affranchir au mieux de ces paramètres, l’évaluation de la contamination fongique 
environnementale doit donc être réalisée à la fois par des prélèvements d’air et des 
prélèvements de surfaces (1,39,40). 
 
1.3.2. Principales moisissures et levures rencontrées dans l’air intérieur 
 
Plusieurs milliers d’espèces de moisissures sont capables de disséminer leurs spores par voie 
aérienne et sont présentes en permanence dans notre environnement. Une trentaine de genres 
différents sont observés de façon régulière dans les espaces intérieurs. Les différentes 
15 
 
enquêtes épidémiologiques révèlent que les spores les plus fréquemment retrouvées en 
environnement tempéré sont par ordre décroissant de fréquence: les spores de Cladosporium 
sp (20-30%), d’Alternaria sp (9-18 %), de Penicillium sp (6-8%) et d’Aspergillus sp (1-5 %) 
(30,37). 
 
1.3.2.1. Cladosporium sp 
Les espèces du genre Cladosporium sont très fréquemment rencontrées dans le sol,  sur de 
nombreux végétaux et dans l’air ambiant (1,29). Fréquents contaminants de laboratoire, elles 
sont parfois à l’origine de mycoses opportunistes. De plus, l’exposition prolongée aux spores 
de Cladosporium peut être responsable de manifestations allergiques (41). Les colonies ont 
une texture veloutée ou floconneuse. Leur couleur varie du vert olive au brun-noir. 
Microscopiquement, on observe des hyphes pigmentés. Les conidies produites présentent 
souvent aux extrémités des cicatrices de bourgeonnement (30).   
 
 
Figure 1: Cladosporium sp sur gélose Sabouraud (à gauche) et blastospores présentant des 
renforcements de coloration à leurs extrémités (à droite) (30) 
 
1.3.2.2. Alternaria sp   
Le genre Alternaria regroupe un ensemble d’espèces très répandues, fréquemment 
saprophytes ou parasites de plantes. Peu pathogènes chez l’immunocompétent (parfois 
responsables d’onychomycoses), elles peuvent causer des infections diverses chez 
l’immunodéprimé (infections cutanées, sous-cutanées ou profondes) (5,30). Les colonies, 
duveteuses, prennent rapidement une teinte vert foncée à noire. Microscopiquement, ce genre 
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se distingue par un mycélium septé brun et l’émission de dictyospores: conidies brunes, 
pluricellulaires, d’aspect piriforme ou ovoïde, avec une partie basale arrondie et une extrémité 




Figure 2: Dictyospores d'Alternaria sp (30) 
 
1.3.2.3. Penicillium sp 
Saprophytes très répandus dans l’environnement, à l’origine notamment de la dégradation de 
denrées alimentaires, ces champignons sont des contaminants fréquents de laboratoire. Le 
genre Penicillium comporte environ 230 espèces, exceptionnellement responsables de 
mycoses systémiques, à l’exception de Penicillium  marneffei qui peut s’avérer un redoutable 
opportuniste chez l’individu immunodéprimé (42–44). Leur croissance sur milieu Sabouraud 
sans cycloheximide est rapide, donnant des colonies duveteuses, poudreuses, de couleur 
variable. Microscopiquement, on distingue des conidiophores émettant des phialides 
disposées en verticilles, l’ensemble donnant une image caractéristique de pinceau. Les 
conidies émises sont rondes à ovoïdes, de 2 à 4 µm de diamètre et sont facilement véhiculées 




Figure 3: Penicillium sp avec conidiophore monoverticillé caractéristique (30)  
 
1.3.2.4. Aspergillus sp 
Le genre Aspergillus regroupe 250 espèces de moisissures cosmopolites très répandues dans 
le milieu extérieur, dont une dizaine se rencontre fréquemment dans l’habitat. Champignons 
ubiquistes, appartenant à la classe des Ascomycètes, ils sont retrouvés aussi bien en milieu 
rural (silo à grains, foin, paille tassée et humide, matière organique en décomposition) qu’en 
milieu urbain. On les retrouve également fréquemment à l’intérieur des habitations (plantes en 
pots, conduits d’aération, faux plafonds...) (1,16,30,45). A. fumigatus est l’espèce la plus 
fréquemment rencontrée en pathologie humaine (responsable de 80 à 90 % des aspergilloses). 
Par ordre de fréquence décroissant sont également impliqués en pathologie: Aspergillus 
flavus, Aspergillus niger, Aspergillus terreus et Aspergillus nidulans (36,37,46–48).  
 
 
 Figure 4: Organisation d'une tête aspergillaire (9)  
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Le genre Aspergillus se caractérise par l’observation microscopique de « têtes aspergillaires ». 
Constitués de conidiophores et terminés par une vésicule entourée de phialides, ces organes 
de sporulation permettent une reproduction asexuée de type blastique phialidique, par 
bourgeonnement à l’apex d’une série de spores (conidies). Les espèces aspergillaires se 
différencient par un ensemble de critères macroscopiques et microscopiques dont la vitesse de 
pousse, l’aspect et la couleur des colonies, la taille du conidiophore et de la vésicule, 
l’organisation des phialides, la présence de métules (1,29,30)... 
 
Figure 5: A. fumigatus, cuture sur gélose Sabouraud (1 et 2) et tetes aspergillaires (3 et 4) (30) 
 
1.3.2.5. Fusarium sp 
Champignons cosmopolites saprophytes, la plupart des espèces du genre Fusarium peuvent 
produire des toxines pouvant être à l’origine de pathologies variées chez l’homme 
(mycotoxicoses). Sur milieu Sabouraud sans cycloheximide, les colonies sont cotonneuses, de 
couleur variable selon les espèces. Les phialides peuvent produire des macroconidies 
pluricellulaires fusiformes et des microconidies unicellulaires allongées ou ovales (1,29,30). 
A. fumigatus, agent le 
plus fréquent des 
aspergilloses 
humaines, se distingue 
par la couleur de ses 
colonies, bleu vert puis 
vert foncé à maturité, 
un conidiophore court 
(300 µm) et des têtes 





Figure 6: Culture sur gélose Sabouraud de Fusarium moniliforme (à gauche) et microconidies 
asymétriques, légèrement incurvées, disposées en amas,  de Fusarium oxysporum (à droite) (30) 
 
1.3.2.6. Les mucorales  
Les mucorales sont des champignons cosmopolites de la classe des zygomycètes. Ils sont très 
répandus dans l’environnement comme saprophytes du sol, des végétaux, des céréales ou des 
excréments. Pathogènes opportunistes, ils peuvent être à l’origine d’un ensemble nosologique 
large et redoutable, les zygomycoses: atteintes rhinocérébrales, cutanées (diabétiques, grands 
brulés) et viscérales (49,50). D’une manière générale, la croissance en culture sur milieu 
Sabouraud (sans cycloheximide) est rapide et extensive. Les colonies présentent un 
développement aérien important et envahissent rapidement la boite de culture. 
Microscopiquement, le thalle est constitué de filaments non cloisonnés, de diamètre large (5-
15 µm) et irréguliers. On peut distinguer des sporocystes, organes de reproduction, dont la 
partie antérieure se dilate en une vésicule, la columelle. A maturité, les spores sont émises par 




Figure 7: Rhizopus sp, culture (gauche) et aspect microscopique (droite) (30) 
 
1.4. Effets sanitaires de la biocontamination fongique 
 
Les effets de l’exposition aux moisissures varient fortement selon le contexte 
environnemental et les populations exposées. Pour certaines pathologies (infections fongiques 
profondes, réactions d’hypersensibilité), le rôle des moisissures est indéniable, mais touche 
une population très restreinte. A l’inverse, pour d’autres affections touchant plus largement 
une population (rhinite, exacerbation d’asthme, syndrome des bâtiments malsains) le rôle des 
moisissures n’est pas toujours établi avec certitude.  
1.4.1. Environnement et risque fongique associé 
 
Selon le degré de vulnérabilité des individus exposés, certains micromycètes peuvent se 
révéler pathogènes à des niveaux de concentration extrêmement faibles, alors que d’autres 
peuvent représenter des risques lorsqu’ils sont présents à des niveaux beaucoup plus élevés 
(1,2,7–9,51–53). Ce phénomène est observé dans différents environnements intérieurs où le 
risque fongique représente une préoccupation de santé publique: l’hôpital, l’environnement au 




1.4.1.1. Maitrise du risque fongique: enjeu majeur de certains secteurs 
hospitaliers 
Les infections fongiques hospitalières sont généralement provoquées par des champignons 
opportunistes, survenant sur terrain débilité. Le risque de développer une infection fongique 
profonde est fonction de l’état d’immunodéficience de l’hôte et de facteurs exogènes liés à 
l’environnement. La neutropénie constitue un facteur de risque majeur: celui-ci augmente si le 
taux de polynucléaires neutrophiles est inférieur à 500 par mm
3 
pendant deux semaines ou 
inférieur à 100 par mm
3, quelle qu’en soit la durée (54–56). D’autres facteurs de risque liés à 
l’hôte sont reconnus: les déficits immunitaires sévères (congénitaux ou acquis), la 
corticothérapie prolongée, la colonisation fongique des voies aériennes supérieures et / ou 
inférieures, le port de cathéter (15,36,37,46–49,55,57–62)… Les patients dont l’immunité est 
altérée ont donc un risque accru de développer une infection fongique profonde. En 
établissement hospitalier, ce risque concerne majoritairement les patients en aplasie 
médullaire d’onco-hématologie, ainsi que ceux allo-greffés, brulés ou transplantés d’organe 
solide.  
Dans les environnements intérieurs, des réservoirs fongiques sont fréquemment retrouvés: les 
filtres, les bouches d’aération, les climatiseurs, la poussière contenue dans les espaces situés 
au dessus des faux plafonds constituent les éléments les plus contaminés (16). Le 
développement de l’infection chez l’immunodéprimé survient généralement après inhalation 
de spores fongiques, véhiculées par l’air (63). Dans les unités de soins, l’homme est le 
principal émetteur de bioaérosols. L’ensemble des activités autour du patient, d’ordre 
médical, paramédical, ou encore les visites des proches, constituent des vecteurs potentiels de 
spores fongiques (14,35,64).  
Le pronostic des infections fongiques profondes survenant chez les patients immunodéprimés, 
telles que les aspergilloses invasives, les zygomycoses ou  les fusarioses, est très défavorable, 
avec une mortalité évaluée de 50 à 90 % (15,65–67). Ainsi, au sein de chaque établissement 
de soins, une stratégie de maitrise et d’évaluation du risque fongique vis-à-vis des patients très 
vulnérables est mise en œuvre. Outre une réduction de la morbidité et de la mortalité de ces 
infections, l’objectif est également de réduire la consommation de soins associés à ces 
infections (diminution de la durée d’hospitalisation, de la prescription d’examens 
complémentaires et de la consommation d’antifongiques) (1,9,15,19,43,48,52,60,61,68–72). 
L’hospitalisation  en secteurs dits protégés, théoriquement exempts de toute flore fongique, 
constitue l’élément majeur de cette maitrise. L’architecture des locaux (chambres 
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individuelles séparées de l’unité par un sas) et un système de filtration de haute efficacité 
HEPA (filtration de particules <0.3 µm) permettent de limiter la contamination 
microbiologique et chimique de l’air. Des mesures complémentaires sont mises en place afin 
d’optimiser cette protection: cascade de pressions positives entre la chambre du patient et 
l’extérieur (permettant de limiter la contamination exogène), contrôle des entrées du 
personnel, filtration de l’eau et désinfection régulière des surfaces.  
La norme NF S90351 (norme spécifique aux établissements de santé, élaborée à partir de la 
norme ISO 14644-1 sur la classification particulaire de l’air), établit une classification des 
secteurs en fonction de la concentration et de la taille des particules l’air (71). Les chambres 
hébergeant des patients neutropéniques sont considérées comme des secteurs à haut risque 
infectieux et doivent respecter la classification ISO 7 au minimum. 
 
Tableau I: Classes particulaires suivant la norme NF EN ISO 14644-1(71) 
 
 





Des protocoles de surveillance environnementale permettent d’évaluer l’efficacité des 
stratégies de prévention mises en place. En onco-hématologie, aucune colonie de moisissure 
ne doit être détectée dans l’air ou sur les surfaces (18,19,75). De plus, les mesures de 
protection et la fréquence des contrôles nécessitent d’être renforcées lors de périodes de 
travaux de rénovation, d’entretien ou de modification des bâtiments qui provoquent une 
remise en suspension des spores dans l’air et accroissent le risque fongique (16,72). Pour ces 
structures à haut risque infectieux, la maitrise de l’exposition des patients aux contaminants 
microbiologiques nécessite donc des méthodes performantes d’évaluation de la charge 
fongique environnementale, capables de détecter des niveaux de contamination très faibles.  
Au CHU de Grenoble, la stratégie de lutte contre les infections fongiques invasives s’articule 
autour de plusieurs axes dont les principaux sont: 
 l’hospitalisation en unité d’onco-hématologie, secteur à air maitrisé 
 un contrôle mensuel de l’aéro-biocontamination par des prélèvements d’air et de 
surfaces (réalisés par l’unité d’hygiène hospitalière) 
 une surveillance épidémiologique, réalisée par l’intermédiaire de la « cellule 
aspergillose »: réunion pluridisciplinaire mensuelle permettant de recenser les 
nouveaux cas d’aspergilloses invasives et d’évaluer l’origine probable de la 
contamination (communautaire, nosocomiale ou d’origine non déterminée) (73) 
 une chimioprophylaxie par posaconazole, administrée en prévention primaire aux 
patients considérés à risque de développer une infection fongique invasive (60). 
 
1.4.1.2. L’exposition fongique au travail, source de maladies 
professionnelles 
Certaines catégories de travailleurs peuvent être particulièrement exposées à de fortes 
concentrations en moisissures. Que ce soit par le biais de réactions immunoallergiques ou par 
l’intermédiaire de toxines, les champignons sont de plus en plus mis en cause dans de 
nombreuses affections pulmonaires d’origine professionnelle (13). 
Dans les environnements professionnels fortement contaminés, les concentrations en 




 spores par m
3
 d’air alors que la 
concentration dans un environnement intérieur sans contamination fongique est généralement 
en dessous de 10
3
 spores par m
3
 d’air (OMS 2009). 
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En milieu agricole, les atteintes respiratoires seraient dominées, en termes de fréquence et de 
gravité, par les Broncho-pneumopathies chroniques obstructives (BPCO) (76,77). En 1996, la 
prévalence des BPCO était estimée aux alentours de 10% chez les actifs agricoles en milieu 
fourrager dans le Doubs (78). Une récente étude a confirmé le rôle des agents biologiques, 
notamment fongiques dans l’étiologie de cette maladie (13). 
D’autres pathologies sont fréquemment rencontrées, comme les pneumopathies 
d’hypersensibilité. La maladie du poumon de fermier est la plus fréquente des alvéolites 
allergiques extrinsèques (AAE) observées en milieu rural (79). Bien que reconnues comme 
des maladies professionnelles, peu d'études de cohorte sur l’incidence des pneumopathies 
d’hypersensibilité ont été publiées. Chez les agriculteurs en milieu de production laitière, la 
prévalence en France se situerait entre 0,2 et 1,5% (5). Diverses espèces de moisissures 
seraient impliquées dans ces pneumopathies dont le nombre d’agents étiologiques potentiels 
ne cesse de s’accroître (80). 
A l’heure actuelle en France, il n’existe pas de valeur limite d’exposition professionnelle pour 
les bioaérosols fongiques. De plus, la difficulté de standardisation des méthodes de mesures 
rend difficile l’établissement d’une relation dose/effets de ces agents. 
 
1.4.1.3. L’exposition fongique dans l’habitat et ses conséquences sur la 
santé 
D’après le rapport publié par l’observatoire de la qualité de l’air intérieur en 2006, 37% des 
logements français pourraient être contaminés par les moisissures. Relativement peu d’études 
ayant pour objectif le recensement et la quantification fongique dans l’air intérieur et leurs 
impacts en termes de santé publique ont été menées et il est difficile de corréler de façon 
rigoureuse la contamination fongique d’un logement et ses effets sur la santé. Certaines méta-
analyses ont néanmoins montré une association positive (OR>1) entre la domiciliation dans 
des logements humides et / ou moisis et la survenue d’affections respiratoires chroniques (81). 
Une autre étude a conclu que l’humidité des bâtiments et la présence de moisissures étaient 
associées significativement à une augmentation de 30 à 50% des pathologies respiratoires 
(82). Les symptômes les plus couramment associés à une exposition fongique sont des 
maladies respiratoires et des réactions allergiques. En pédiatrie, la présence de moisissures 
dans l’habitat augmenterait chez l’enfant le risque d’asthme d’un facteur 1,5  à 3,5 (1,83). 
Enfin, le syndrome des bâtiments malsains (SDS) est également fréquemment observé et se 
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caractérise par des cas groupés dans un même bâtiment de symptômes associant des 
difficultés respiratoires, une fatigue, de la toux, des céphalées, une rhinite, une conjonctivite, 
voire des nausées (31,83–85). 
 
Tableau III: Synthèse de 3 méta-analyses étudiant les effets de l’humidité et des moisissures dans les 
logements sur la santé humaine (81) 
 
1.4.2. Pathologies associées à une exposition fongique 
 
 
La plupart des affections fongiques sont causées par l’inhalation de spores. Leur diamètre  
détermine leur degré de pénétration dans l’arbre respiratoire. Les spores de grand diamètre 
(10 µm de diamètre) sont déposées dans la partie haute de l’arbre respiratoire, celles plus 
petites (< 2.5 µm de diamètre), pouvant coloniser les alvéoles (63). L’exposition aux 
bioaérosols fongiques peut être associée à des effets sanitaires de type toxinique ou allergique, 
ou être responsable de pathologies infectieuses (8,25,27,29,33,51).  
A. fumigatus est l’espèce la plus fréquemment impliquée en pathologie humaine dans les pays 
tempérés (66% des aspergilloses invasives) (47,54). Les espèces A. flavus (14%), A. niger 
(7%) et A. terreus (4%) sont également observées. D’autres moisissures peuvent être 
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responsables de mycoses opportunistes, à l’origine d’infections localisées ou invasives. C’est 
le cas des zygomycètes ou de certains hyalohyphomycètes, tels que les champignons des 
genres Acremonium sp, Fusarium sp, Scedosporium sp (1,5,30,36,86).  
Outre les facteurs liés à l’hôte, plusieurs éléments propres au champignon contribuent à la 
survenue et la virulence de ces infections (36,47):  
 la petite taille des spores: 2 à 3 µm de diamètre pour A. fumigatus, leur donnant la 
possibilité d’atteindre les alvéoles pulmonaires 
 la thermotolérance, permettant leur développement à 37°C (jusqu’à 55°C pour A. 
fumigatus) 
 la capacité d’adhérence à la membrane basale et la capacité à induire des microlésions 
par le biais de toxines nécrosantes 
 le tropisme vasculaire (en particulier pour Aspergillus sp et l’ordre des Mucorales). 
 





1.4.2.1. Réactions allergiques 
 
1.4.2.1.1. Réactions allergiques IgE médiées  
La sensibilisation d’un individu aux moisissures est mise en évidence par la présence d’IgE 
sériques spécifiques. Les principales pathologies rencontrées sont des atteintes bronchiques et 
de l’asthme, provoquant des difficultés respiratoires et de la toux (1). Les moisissures les plus 
fréquemment responsables sont Alternaria sp, Cladosporium sp, Penicillium sp et Aspergillus 
sp. Certains auteurs mentionnent également le rôle d’autres champignons, comme 
Saccharomyces sp, Candida sp et Trichophyton sp (1). La fréquence de la sensibilisation aux 
moisissures chez le sujet atteint d’allergie respiratoire varie de 2% à 30%. Cette fréquence 
augmente avec la sévérité de l’asthme et avec le taux de spores atmosphériques (1,5,87,88).  
 
1.4.2.1.2. L’aspergillose broncho-pulmonaire allergique (ABPA ou 
maladie de HINSON) 
Cette pathologie, survenant sur terrain propice (atopie, asthme, mucoviscidose), associe une 
réponse immunitaire locale à une colonisation trachéo-bronchique aspergillaire chronique. 
Deux types d’hypersensibilité sont impliqués: immédiate (avec anticorps réaginiques) et semi-
retardée (avec anticorps précipitants). Les critères diagnostics associent de l’asthme, des 
infiltrats pulmonaires, des bronchectasies proximales, des IgE sériques élevées, des tests 
cutanés positifs et la présence de précipitines (IgG anti-aspergillaires). Ce diagnostic est 
souvent tardif et l’ABPA évolue vers la chronicité avec des phases de rémission et des phases 
d’exacerbation (47,89). 
 
1.4.2.1.3. Les alvéolites allergiques extrinsèques (AAE) 
Ces alvéolites lymphocytaires sont provoquées par l’inhalation massive et répétée de spores 
fongiques chez des sujets non atopiques. Les circonstances d’exposition sont essentiellement 
liées à des risques professionnels (manipulation de foin moisi). Il s’agit d’une affection type 
« poumon de fermier », mettant en jeu des phénomènes d’hypersensibilité retardée avec des 
anticorps précipitants (89). Les accès d’AAE durent 24 à 48h et associent toux, dyspnée, 
fièvre, frissons, râles crépitants et bulleux. La répétition des accès dans les AAE peut conduire 
à la chronicité avec un tableau d’insuffisance respiratoire chronique par fibrose interstitielle 
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(1,36,47). Aspergillus sp, Absidia sp, Penicillium sp sont les principaux agents étiologiques 
d’AAE (1,32).  
 
1.4.2.2. Effets irritatifs et toxiques de constituants ou de métabolites 
fongiques 
1.4.2.2.1. Organic dust toxic syndrome (ODTS) 
Ce syndrome correspond à une inflammation aigüe des voies respiratoires et des alvéoles et 
survient après une exposition à une concentration élevée de micromycètes: 10
10
 spores par m
3
 
d’air. Le travail en zones confinées et la manipulation de grains moisis constituent un facteur 
de risque. A la différence des AAE, ce syndrome peut survenir à la première exposition 
(1,85,90).  
 
1.4.2.2.2. Pathogénicité des glucanes 
Les β (1-3) glucanes sont des polymères de haut poids moléculaire du glucose, entrant dans la 
constitution de la paroi fongique. Quelques études rapportent une augmentation de la 
prévalence des signes respiratoires corrélée à l’augmentation du taux de glucanes chez des 
personnes exposées (91). Ces composés seraient impliqués dans le processus inflammatoire 
rencontré dans les ODTS, par stimulation des macrophages et des polynucléaires neutrophiles 
(1,92).  
 
1.4.2.2.3. Pathogénicité des mycotoxines 
Les mycotoxines sont des métabolites secondaires peu volatils, élaborés par diverses 
moisissures. Il y aurait jusqu’à 400 mycotoxines répertoriées. La taille des particules les 
contenant ou celles sur lesquelles elles sont adsorbées détermine leur profondeur de 
pénétration dans l’arbre bronchique. Dans l’environnement intérieur, les espèces Alternaria 
sp, Aspergillus sp, Chaetomium sp, Cladosporium sp, Fusarium sp, Penicillium sp et 
Stachybotrys sp ont été identifiées comme productrices de nombreuses mycotoxines. La 
majorité des mycotoxines sont de puissantes cytotoxines qui interfèrent à plusieurs niveaux de 
la vie cellulaire. Leur mode d’action est varié: agression de l’épithélium pulmonaire, effet 
immunosuppresseur, effets systémiques (1,84,93)… Le contact avec les mycotoxines peut être 
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à l’origine d’une toxicité aigue ou chronique. Les effets délétères sont décrits sur l’appareil 
respiratoire, les muqueuses nasales et oculaires, la peau, le système immunitaire, le système 
nerveux central ainsi que sur l’appareil digestif (8). 
 
1.4.2.2.4. Pathogénicité des composés organiques volatils d’origine 
microbienne (COVm) 
Issus principalement du métabolisme primaire des moisissures, ces composés peuvent diffuser 
au travers des matériaux et sont responsables de l’odeur caractéristique de « moisi » (1,5,6). 
Les moisissures peuvent émettre des composés organiques de nature très diverse. D’après 
l’American Conference of Governmental Industrial Hygienists (ACGIH), une exposition 
prolongée aux COVm entrainerait des symptômes de type irritation des yeux, du nez et de la 
gorge (94). Les signes cliniques fréquemment rapportés par les sujets exposés sont une rhino-
conjonctivite, une irritation de l’oropharynx et de l’arbre bronchique et des démangeaisons. 
Ces phénomènes irritatifs seraient également en cause dans le syndrome des bâtiments 
malsains, décrits dans certaines habitations (1,72,85,95–97). 
 
1.4.2.3. Infections fongiques  
Le spectre clinique des infections fongiques est large et s’étend des formes localisées, aux 
atteintes invasives multi-viscérales gravissimes. Ces vingt dernières années, l’incidence 
globale des infections fongiques profondes a considérablement augmenté en milieu hospitalier 
(52,55,59,62). Ce phénomène résulte à la fois de l’augmentation du nombre de patients à 
risque et de l’augmentation de l’intensité du risque (augmentation du nombre de greffes, 
intensification des chimiothérapies anticancéreuses, nouveaux médicaments…). Les 
affections fongiques invasives les plus fréquentes sont les candidoses et aspergilloses, avec 
une incidence très élevée dans les secteurs d’hématologie, de réanimation et de chirurgie 
(jusqu’à 30%) (52,58,62,98). Les principales moisissures impliquées dans les infections 
humaines appartiennent aux genres Aspergillus, Fusarium, Absidia, Mucor, Rhizopus et 
Rhizomucor (36,47). 
L’aspergillose invasive représente l’une des pathologies les plus redoutées en secteur 
hospitalier. En hématologie, l’incidence de ces infections atteint 10% (6 à 24 % chez des 
patients atteints d’hémopathie maligne et 4 à 9 % dans l’allogreffe de moelle osseuse) et 
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constitue 30 à 50 % des mycoses invasives. Malgré un traitement prophylactique (par 
posaconazole principalement), la mortalité des ces infections reste très élevée et varie de 30 à 
90%, selon le terrain du patient, l’extension de l’infection et la précocité du traitement 
(54,55,59,60,72).   
 
 
Figure 8: Observations microscopique et tomodensitométrique de lésions pulmonaires associées à 
une aspergillose invasive. A gauche: coupe du parenchyme avec présence d’une lésion en cible 
résultant de l’invasion artériolaire par les filaments mycéliens. A droite : coupe 
tomodensitométrique avec signe du halo et aspect en verre dépoli entourant une lésion 
hémorragique (99). 
 
Certaines formes localisées peuvent également être rencontrées. Le développement fongique 
au sein d’une cavité pulmonaire, bronchique, voire pleurale préexistante (souvent secondaire à 
une tuberculose) peut donner un amas de mycélium, ou mycétome. Cette affection, dont la 
plus fréquente est l’aspergillome ne constitue pas à proprement parler une infection mais 
plutôt une colonisation. La symptomatologie associe toux, expectorations, fièvre, asthénie, 
amaigrissement et hémoptysies parfois gravissimes. A. fumigatus est l’espèce la plus souvent 





Figure 9: Observations macroscopique et tomodensitométrique de lésions pulmonaires associées à 
un aspergillome. A gauche: pièce de lobectomie, truffe aspergillaire extraite d’une cavité 
séquellaire de tuberculose. A droite : coupe tomodensitométrique avec image en grelot 
caractéristique (99)  
 
A l’interface entre les formes localisées et les formes invasives, sont décrites des atteintes 
chroniques, cavitaires ou nécrosantes. La colonisation fongique de l'arbre respiratoire est 
fréquemment décrite chez des patients atteints de BPCO mais aussi de mucoviscidose, dont le 
pouvoir d’épuration broncho pulmonaire est altéré (89). Des spores fongiques peuvent être 
retrouvées de façon intermittente et en abondance variable dans les sécrétions de ces patients 
dont la surveillance mycologique est nécessaire (expectorations et sérologies itératives).  
 
2. Méthodes de détection de la biocontamination 
 
Selon le contexte, les techniques de détection ou d’évaluation de la charge fongique peuvent 
différer. Dans les secteurs protégés hospitaliers, des méthodes très sensibles sont nécessaires, 
afin de contrôler l’efficacité du système de maitrise du risque fongique. En revanche, en cas 
de recherche d’agents étiologiques de maladies professionnelles, des dispositifs capables de 
mesurer des concentrations élevées en moisissures sont requis et doivent permettre d’établir 
des valeurs limites d’exposition à ces agents (1,4,7,11,15,16,27,29,35,100). Que ce soit à 
l’hôpital, dans les logements ou sur les lieux de travail, la mesure de l’exposition aux 
moisissures nécessite une étape d’échantillonnage puis une étape d’analyse pour caractériser 




2.1. Méthodes d’échantillonnage 
 
Le principe de ces techniques de collecte est de séparer les particules du flux d’air ou de leur 
support solide, afin de les recueillir sur des milieux sélectionnés. Les lieux et points de 
prélèvements doivent être choisis en fonction du risque infectieux supposé le plus élevé pour 
les patients. Compte tenu des variations d’aérosolisation des spores fongiques évoquées 
précédemment, l’évaluation de la contamination fongique doit être évaluée simultanément sur 
des prélèvements d’air et de surfaces.    
 
2.1.1. Méthodes de prélèvements d’air 
 
2.1.1.1. Méthodes par sédimentation 
Le recueil par sédimentation consiste à exposer de façon passive un support (boite de Pétri, 
milieu de culture, gel…) à la chute naturelle des spores sous l’effet de la gravité. Cette 
technique ancienne permet une évaluation simple de l’aéro-contamination. Les supports 
peuvent ainsi être exposés pendant des durées importantes (dans la limite de la dessiccation 
des milieux de culture et des gels) mais cette méthode présente de nombreux inconvénients: 
mauvaise reproductibilité, volume d’air exposé non mesurable, biais de sélection par une 
remise en suspension des spores les plus légères favorisant la sélection des spores les plus 
lourdes (1,33).  
 
2.1.1.2. Méthodes par impaction 
La technique de l’impaction repose sur la séparation des particules d’un fluide porteur (ici 
l’air), en utilisant leurs propriétés d’inertie. Cette technique est recommandée par la norme 
14698-1 sur la maîtrise de la biocontamination en salle propre (71). L’air est aspiré et 
brusquement accéléré par passage à travers une série d’orifices (grille) et dévié par une 
surface de collection solide (milieu de culture). Les particules ayant une inertie suffisante sont 
déviées du flux et sont impactées sur le milieu de culture. Les particules de plus faible inertie 
sont ré-entraînées dans le flux d’air sortant. Les caractéristiques de l’impaction dépendent des 
propriétés physico-chimiques des particules (taille et densité), mais également des 
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caractéristiques de l’impacteur (géométrie, nombre et dimension des orifices, débit 




Figure 10: Principe de l’échantillonnage des bioaérosols par la méthode d'impaction (5) 
 
L’impaction peut également être effectuée en milieux liquide (impacteurs en milieux liquides 
ou impimgers): l’air est aspiré au travers d’un tube capillaire, puis propulsé dans une solution. 
Le liquide de collecte peut ici être dilué ou concentré avant l’analyse (1,25,101). L’efficacité 
de collecte des appareils varie selon leurs caractéristiques techniques: débit de l’air 
échantillonné, distance entre la grille et le support de collecte, nombre et diamètre des 
orifices. Cette technique a une bonne sensibilité et permet de détecter de faibles 
concentrations fongiques (de l’ordre d’un UFC /m3) (5). 
 
2.1.1.3. Filtration 
La technique de filtration consiste à séparer les particules de l’air en le faisant passer à travers 
un  média filtrant (fibres de verres, ester de cellulose, polycarbonates). La collecte des 
particules peut se faire soit à la surface du média filtrant, soit à l’intérieur du réseau poreux. 
L’efficacité de collecte est fonction de la porosité et de l’épaisseur du filtre, du diamètre des 
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particules et de la vitesse du flux d’air (25,101). Ces systèmes permettent des prélèvements de 
longue durée (8h).  
 
2.1.2. Méthodes de prélèvements des surfaces 
 
2.1.2.1. Gélose contact 
Le milieu nutritif est contenu dans une boite de Pétri particulière (boite contact) et est en 
forme de léger ménisque, lui permettant d’être en contact avec la surface à prélever. La norme 
ISO 14698-1 préconise une pression constante et uniforme de 25g/cm² pendant 10 secondes 
sur l’ensemble de la surface (71,72). Grace à des applicateurs spécifiques, ces prélèvements 
peuvent être réalisés de façon standardisée, en termes de durée et de pression appliquée. Cette 
méthode ne s’applique toutefois que pour des recueils effectués sur des surfaces planes.  
 
2.1.2.2. Ecouvillonnage 
Le prélèvement peut être effectué à l’aide d’un écouvillon stérile humidifié ou non. Cet 
écouvillon est ensuite déchargé sur une boite de Pétri. Les méthodes d’écouvillonnage et de 
détection par gélose contact sont considérées comme équivalentes, en termes de sensibilité et 
de rendement. Cette méthode permet un recueil sur des surfaces irrégulières (grilles). 
Néanmoins, la méthode d’écouvillonnage est difficilement standardisable (75,102). 
L’échantillonnage des surfaces peut permettre de détecter des contaminations fongiques 
environnementales très faibles, même lorsque les recueils d’air sont négatifs. Néanmoins, le 
rendement des méthodes traditionnelles (écouvillonnage, gélose contact) est évalué a 
seulement 30% (40). Afin de mieux évaluer la contamination fongique réelle, d’autres 
méthodes ont été développées, notamment l’utilisation de lingettes électrostatiques. Cette 
technique peu onéreuse a montré  un rendement supérieur à l’écouvillonnage et à l’utilisation 







2.2. Méthodes de détection et / ou de quantification fongique  
 
Deux grandes approches analytiques de détection de la flore fongique environnementale 
peuvent être distinguées. Une première stratégie consiste en une évaluation de la 
contamination globale, par détection et / ou quantification de spores ou de particules 
fongiques. Une autre démarche vise à détecter ou quantifier des composantes fongiques 
spécifiques, potentiellement responsables d’effets cliniques.  
 
2.2.1. Détection de spores ou de molécules fongiques 
 
2.2.1.1. Culture mycologique 
Les cultures de micro-organismes sont pratiquées depuis plusieurs décennies et constituent 
l’approche traditionnelle pour détecter, identifier et dénombrer les moisissures. Cette méthode 
est fréquemment utilisée pour la surveillance fongique de l’environnement hospitalier. Ces 
milieux contiennent tous des antibiotiques destinés à inhiber le développement de la flore 
bactérienne. Les milieux les plus fréquemment utilisés sont les suivants: 
 
 Milieu à l’extrait de malt: ce milieu est considéré comme le plus adapté aux 
prélèvements de l’environnement. Néanmoins, il est facilement envahi par des 
moisissures à croissance rapide (Mucor spp, Rhizopus spp), ce qui entraine une sous 
évaluation des autres espèces (103,104). 
   
 Milieu rose Bengale: ce milieu inhibe la croissance des espèces à croissance rapide et 
les colonies, d’assez petite taille, sont plus facilement dénombrables. Néanmoins, sa 
sensibilité est inférieure à celle du milieu à l’extrait de malt et la pigmentation de 
certaines colonies rend leur identification plus difficile. 
 
 Milieu dichloran glycérol 18 (DG 18): ce milieu est de plus en plus utilisé et donnerait 
des résultats comparables ou supérieurs au milieu à l’extrait de malt. Le dichloran 




 Milieu Sabouraud: classiquement utilisé en diagnostic clinique, ce milieu est peu 
satisfaisant en étude environnementale (dénombrement et identification difficiles des 
espèces) (1).  
 
La culture fongique permet de détecter de faibles niveaux de contamination et est utilisée 
notamment comme méthode de référence dans l’évaluation de la contamination fongique des 
environnements protégés hospitaliers (35,61,70,100,103,105,106). 
Cette méthode présente toutefois quelques limites: le résultat n’est disponible qu’au terme de 
la période d’incubation, qui peut durer de 24 heures à plusieurs jours selon les champignons. 
Il est d’ailleurs indispensable d’effectuer plusieurs lectures au cours de cette période. De plus, 
seule la fraction cultivable de la flore fongique (de l’ordre de 0,1 à 10% selon les auteurs) est 
mise en évidence (1,106). La fraction viable, non cultivable, mais potentiellement infectante, 
n’est pas prise en compte. Enfin, dans le cas de la technique d’échantillonnage par impaction, 
une seule colonie peut être observable, alors que plusieurs spores peuvent avoir été déposées 
au même endroit sur la gélose (25).  
 
Figure 11: Etapes de la culture fongique (5) 
 
2.2.1.2. Détection par cytométrie  
Des techniques de cytométrie ont été développées afin de détecter la contamination fongique 
de l’environnement. Ces méthodes, en  associant un marqueur fluorescent et une détection par 
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un faisceau laser, permettent de détecter en quelques heures des champignons, mais 
également des bactéries, difficilement cultivables sur les milieux traditionnels (5,107–109).   
 
En cytométrie de flux, les particules sont entrainées à grande vitesse par un fluide dans un 
tube capillaire et traversent le faisceau d’un laser. Un système de détection de la lumière 
réémise par fluorescence permet la caractérisation et le dénombrement des particules. 
Les analyseurs Bactiflow et Dcount (bioMérieux) permettent un dénombrement rapide (30 
minutes) des contaminants biologiques. Ces analyseurs sont fréquemment utilisés dans 
l’industrie agro-alimentaire mais leur application dans le contrôle environnemental est encore 
limitée (110).  
 
Une autre approche proposée est la cytométrie à balayage (ou cytométrie en phase solide) : 
Après  filtration d’un échantillon (prélèvement d’air, de surfaces ou échantillon biologique) 
sur une membrane spécifique, les micro-organismes présents sont marqués par un 
fluorochrome, détectés par cytométrie à balayage laser et discriminés par un logiciel (5). 
L’analyseur ScanRDI (bioMérieux) est utilisé notamment par l’industrie pharmaceutique pour 
le contrôle de la stérilité de certains produits (médicaments injectables), avec des 
performances supérieures aux méthodes classiques (évaluation réalisée sur des souches d’A. 
niger et de C. albicans) (5,107–109).   
 
 
Figure 12: Protocole de quantification de la flore fongique viable par cytométrie en phase solide (5) 
 
La cytométrie de flux, combinée à une technique d’hybridation fluorescente (technique FISH) 
a été utilisée pour détecter des particules fongiques environnementales (111). Cette technique 
manque toutefois de spécificité et il n’est pas toujours facile de distinguer les spores 
fongiques des particules inertes. L’utilisation de cette méthode est limitée par le manque 
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d’immunomarqueurs disponibles pour avoir une représentation exhaustive de la flore 
fongique environnementale. De plus, un investissement matériel initial conséquent (200 000 $ 
pour acquérir l’analyseur) rend cette technique peut adaptée à l’évaluation courante de la flore 
fongique. Des détections plus performantes en cytométrie de flux sont obtenues par le 
développement d’anticorps fluorescents spécifiques. Cette approche a notamment été 
proposée par Vanhee et al. pour la quantification d’A. fumigatus dans des prélèvements d’air 
(105).  
 
2.2.1.3. Biologie moléculaire  
2.2.1.3.1. La  PCR 
Le développement de la PCR constitue une avancée majeure dans le domaine de la détection 
et de l’identification des micro-organismes en général et des champignons en particulier. Leur 
bonne sensibilité, spécificité et leur temps d’analyse réduit rend ces techniques tout à fait 
appropriées pour des applications dans la surveillance de la biocontamination 
environnementale (26,28,112,113). Les performances varient selon les méthodes utilisées. 
Actuellement, les méthodes de PCR les plus performantes, PCR par hybridation de sondes et 
PCR nichée, ont un seuil de sensibilité d’une spore par réaction (41,114–116). Ce seuil très 
bas correspond aux critères de performances exigés dans les environnements à faible 
contamination. 
Comme évoqué précédemment, seule une fraction de la flore fongique totale est mise en 
évidence par la culture. Cette sous estimation de la charge fongique par la culture est 
constatée dans de nombreuses études (41,116). Appliquée aux prélèvements 
environnementaux, la PCR permet la mise en évidence d’espèces viables mais non ou 
difficilement cultivables (VBNC) (Leptosphaerulina sp, Phaeococcomyces sp, Malassezia 
spp,…) (6,117).  
Cette technique permet également de s’affranchir de certaines contraintes liées à la culture 
fongique (délai d’analyse, sélectivité du milieu, sensibilité…). De nombreuses études ont été 
réalisées à ce jour et des systèmes d’amorces et de sondes spécifiques ont été développées 
pour évaluer la détection des principales moisissures environnementales par PCR notamment 
Cladosporium sp et A. fumigatus (28,41,118,119). Deux types de techniques peuvent être 
utilisées: une PCR Panfungi, qui permet une évaluation globale de la contamination fongique 
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ou une PCR ciblée sur une moisissure en particulier: Aspergillus sp, A. fumigatus, A. 
versicolor, Cladosporium sp, A. alternata (39,41,114,117,118,120–124).  
L’usage d’une PCR en temps réel sur plus de 100 espèces de moisissures a permis à l’US 
Environmental Protection Agency (USEPA) de développer un  système de score pour 
caractériser la contamination d’un logement: le score ERMI (Environmental Relative 
Moldiness Index) (125,126). Cet indice est utilisé en épidémiologie, notamment pour chiffrer 
la contamination de l’habitat chez les enfants asthmatiques (126). 
L’utilisation de la PCR ouvre des perspectives prometteuses en mycologie environnementale; 
néanmoins la plupart des méthodes développées jusqu’à présent consistent en la détection de 
fragments d’ADN fongiques qui peuvent subsister longtemps après la destruction de la 
cellule. En ne différenciant pas les particules fongiques viables et non viables, les techniques 
PCR pourraient donc surestimer le risque fongique « réel » (53,117,123,127). 
 
2.2.1.3.2. Les méthodes de séquençage moléculaire 
Le développement des techniques de séquençage des acides nucléiques a permis l’apparition 
de nouvelles méthodes de détection fongique, rapides et sensibles. Parmi ces techniques de 
séquençage « nouvelle génération », le pyroséquençage permet la détection et l’amplification 
de plusieurs milliers de paires de bases en quelques heures. Cette technologie ouvre des 
perspectives prometteuses dans le domaine de l’évaluation de la biocontamination fongique, 
en permettant le séquençage en une dizaine d’heures de fragments de nucléotides et en les 
comparant à une base de données (128–131). Néanmoins, sur les 1.5 millions d’espèces 
fongiques estimées dans l’environnement, seulement 5% ont été décrites, et 1% séquencées 
(129). Afin de permettre une évaluation exhaustive de la contamination fongique, cette 
méthode nécessite des « banques de génomes » fongiques plus complètes. A notre 
connaissance, cette technique n’a pas encore fait l’objet d’application dans le domaine 
environnemental. 
 
2.2.2. Détection de constituants fongiques spécifiques 
 
Ces techniques permettent une évaluation rapide de la charge fongique d’un environnement, 
mais leur sensibilité généralement assez faible les rend peu adaptées à l’utilisation en zone 
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faiblement contaminée et en secteur protégé. En revanche, ces techniques présentent un 
intérêt en terme de santé publique, en détectant des agents étiologiques spécifiques (maladie 
professionnelle, allergie…) ou en évaluant une charge fongique globale dans un 
environnement exposé aux moisissures (1,3–6,16,17,27,29,51,125,132).  
 
2.2.2.1. Détection de COVm  
Ces composés peuvent être prélevés sur des tubes adsorbants (contenant généralement du 
charbon activé) par des techniques de prélèvements actifs ou passifs. Après extraction, les 
COVm sont détectés par chromatographie gazeuse couplée à une spectrométrie de masse, ou 
par ionisation de flamme (2,95,96,133). La détection de COVm, même en l’absence de 
moisissure apparente, permet d’évoquer une contamination fongique. Néanmoins, leur mise 
en évidence ne permet pas l’identification d’espèce et est dépendante de l’environnement 
(matériaux de construction, peintures, mobilier…) (2). 
 
2.2.2.2. Dosage de l’ergostérol  
L’ergostérol est un stéroïde constitutif de la membrane des cellules fongiques. Son dosage 
représenterait une bonne évaluation de la charge fongique totale (1,3,134). Après recueil sur 
filtre, la quantification d’ergostérol peut être effectuée par chromatographie phase liquide 
(HPLC) couplée à une spectrométrie de masse (135). Cette méthode est rapide et spécifique 
d’une contamination fongique mais ne permet pas l’identification de l’espèce. La limite de 
détection de cette technique a néanmoins été évaluée à 150 spores par m
3
, excluant son 
utilisation dans les zones à faible contamination
 
(1,97).   
 
2.2.2.3. Détection de mycotoxines 
Le dosage des mycotoxines dans l’air est encore peu répandu. Certaines molécules peuvent 
être dosées par un couplage HPLC / spectrométrie de masse (85). Toutes les souches d’une 
même espèce ne sont pas forcement productrices de mycotoxines (136). De plus, cette 
sécrétion est modulée notamment par les paramètres physico-chimiques de l’environnement: 
température, humidité, nature du substrat sur lequel les mycotoxines se sont adsorbées 
(poussière, spores) (10,136).  
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2.2.2.4. Dosage de la chitine 
Constituant de la paroi des micromycètes, la chitine peut être dosée par spectroscopie UV ou 
chromatographie phase gazeuse. Les résultats sont obtenus en 5-6 heures. Toutefois, cette 
méthode est assez peu reproductible: la teneur en chitine varie selon les espèces et l’âge de la 
souche. De plus, cette technique détecte indifféremment le mycélium vivant ou mort (134). 
 
2.2.2.5. Recherche d’allergènes  
Les allergènes sont des antigènes pouvant causer une réaction allergique. Les méthodes 
d’immunoanalyse, ainsi que le développement d’anticorps monoclonaux, permettent de 
détecter certains allergènes avec une grande spécificité. Cette technologie présente un intérêt 
clinique dans la recherche d’agents étiologiques d’une maladie professionnelle (137,138). 
Néanmoins, la sensibilité de cette technique semble médiocre dans les environnements à 
charge fongique faible (58).  
 
 
GC: Chromatographie en phase gazeuse, CLHP: Chromatographie en phase liquide, SM: 
Spectrométrie de masse, IF: Ionisation de Flamme 
Figure 13 : Méthodes de détection de la flore fongique environnementale 






3. La technique NASBA 
 
La NASBA, ou Nucleic Acid Sequence Based Amplification est une technique conçue pour 
détecter et amplifier des acides nucléiques (fragments d’ARN ou d’ADN), développée par J. 
Compton en 1991 (24). Il s’agit d’une technique isotherme (41°C), contrairement à 
l’amplification par PCR, et qui nécessite trois enzymes:  
 Une AMV-RT (Avian Myeloblastosis Retrotransciptase), qui catalyse la 
polymérisation d’ADN à partir d’une matrice d’ARN ou d’ADN 
 Une RNase H, endonucléase qui dégrade le brin d’ARN des molécules hybrides ADN 
/ ARN 
 Une ARN T7 polymérase: polymérase issue du bactériophage T7, qui catalyse la 
synthèse d’ARN dans le sens (5’→3’) par transcription d’une molécule d’ADN 
bicaténaire.  
A partir d’un acide nucléique cible, cette technique permet la synthèse de nombreux ARN, 
même en présence d’ADN (24,139,140).  
 
3.1. Etapes de la technique NASBA  
 
3.1.1. Extraction des acides nucléiques (141)  
 
Préalablement à cette étape d’amplification, il est nécessaire d’extraire et d’isoler les acides 
nucléiques de l’échantillon étudié. Fréquemment utilisée, la technique décrite par Boom est 
basée sur les propriétés magnétiques de la silice et ses capacités à fixer des acides nucléiques 
en présence d’un agent chaotropique: un sel de guanidine (142). Les propriétés dénaturantes 
de l’isothiocyanate de guanidine à haute concentration permettent la destruction des cellules 
de l’échantillon et le relargage des acides nucléiques. Ce composé inhibe également l’activité 
d’agents interférants, comme des DNases ou RNAses. Les acides nucléiques libérés se lient 
ensuite à une silice micronisée. Après lavage de la solution, une alcalinisation du milieu par 




3.1.2. Principe de la NASBA 
 
L’amplification NASBA se décompose en deux étapes : 
 Une étape linéaire (24,141,143–145): 
Une amorce (primer 1), contenant à l’extrémité 5’ la séquence promotrice de l’ARN 
polymérase, s’hybride avec l’ARN cible grâce à son extrémité 3’ complémentaire. La 
transcriptase inverse copie l’acide nucléique à partir de l’extrémité 3’ de l’amorce: une 
molécule bicaténaire hybride ADN / ARN est formée. Le brin d’ARN est ensuite dégradé par 
la ribonucléase H, puis une seconde amorce (primer 2) s’hybride sur le brin d’ADN restant 
(étape 2). Seules les molécules d’ARN des hybrides ADN / ARN sont dégradées par la 
RNase, qui n’a pas d’action sur les ARN simples brins. La seconde amorce est alors étendue 
par l’AMV-RT pour former un ADN intermédiaire à 2 brins, contenant le promoteur de la 
polymérase d’ARN T7 nécessaire pour la transcription (étape 3) et apporté par l’amorce 1. 
Lors de cette première phase, l’amplification du signal nucléotidique suit un modèle linéaire: 
la quantité d’ADN double brin formé est directement proportionnelle au taux d’ARN cible de 
départ. 
 Une étape d’amplification exponentielle (141,143,145): 
L’ARN T7 polymérase permet la transcription de cet ADN en un grand nombre de copies 
d’ARN (étape 4). L’ARN formé est un ARN antisens, (complémentaire de l’ARN cible 
initial). Cet ARN est ensuite utilisé comme matrice dans un nouveau cycle d’amplification. 
L’amorce 2 s’hybride à l’ARN puis l’action de l’AMV-RT et de la RNase permet la formation 
d’un ADN complémentaire simple brin. L’amorce 1 et l’AMV-RT permettent ensuite la 
formation d’un ADN double brin, contenant également la région promotrice de l’ARN T7 
polymérase. De nombreuses copies d’ARN antisens sont ainsi produites à partir de cet ADN 
(action de la T7 polymérase) et initieront un nouveau cycle d’amplification.  
Les amplicons produits sont complémentaires de l’ARN cible (ARN antisens). La technique 
NASBA Panfungi développée par la société BioMérieux permet de générer en 60 à 90 
minutes environ 10
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Figure 14: Principe de l’amplification NASBA (145) 
 
 
3.1.3. Initiation de l’amplification et choix des amorces P1 et P2 (141)  
 
L’amorce P1 est constituée: du promoteur de la T7 en 5’, indispensable pour l’initiation de la 
transcription, et d’une zone d’hybridation en 3’, de  20 à 30 nucléotides complémentaires de 
la séquence cible. L’amorce P2 contient en 5’ une zone identique à la séquence cible. Une 








Figure 15: Caractéristiques du couple d’amorces P1 (en haut) et P2 (en bas) idéal  (141)  
3.1.4. Detection du signal fluorescent et principe des molecular beacons 
 
Plusieurs systèmes de détection, tels que les agents intercalants ou les sondes d’hybridation 
ont été utilisés pour la détection ou la quantification du signal d’amplification en biologie 
moléculaire (141,146–148). La NASBA Panfungi mise au point par bioMérieux utilise une 
technique récente d’hybridation de sondes nucléotidiques: les balises moléculaires ou 
molecular beacons. Ces sondes d’hybridation comportent une séquence en épingle à cheveux 
(complémentaire de la cible) et deux fluorochromes: un émetteur (reporter) à l’extrémité 5’ et 
un répresseur (quencher) à l’extrémité 3’. La conformation tridimensionnelle de la sonde à 
l’état non liée (le reporter et le quencher se trouvent très près l’un de l’autre) inhibe l’émission 
de fluorescence. En revanche, lors de l’étape d’hybridation la sonde se lie à sa séquence 
complémentaire. L’éloignement spatial supprime alors l’action inhibitrice du quencher et 




Figure 16: Principe d’une sonde molecular beacon (149) 
 
La detection par molecular beacons présente de nombreux avantages: 
 les sondes restent intactes après hybridation et peuvent se réhybrider dans un nouveau 
cycle 
 ces sondes possèdent une grande spécificité d’hybridation et peuvent détecter des 
variations de l’ordre d’un nucléotide. Elles sont donc utilisables pour la détection et le 
criblage à grande échelle des Single Nucleotid Polymorphism (SNP) 
 l’intensité de fluorescence émise est mesurée en temps réel et est directement 
proportionnelle à la concentration de la cible 
 différents flororophores, avec des longueurs d’ondes spécifiques d’émission de 
fluorescence peuvent être utilisés, permettant des analyses en multiplex (150). 
Depuis leur mise au point en 1996, l’utilisation des balises moléculaires s’est 
considérablement accrue dans le domaine du diagnostic clinique et environnemental et de 
nombreuses techniques NASBA utilisant une détection par molecular beacon ont été 
développées (148,151–156).  
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3.1.5. Validation de l’amplification et choix du contrôle interne 
 
Avant de valider le résultat d’amplification et de conclure sur la présence ou l’absence de 
l’ARN cible dans l’extrait analysé, il est nécessaire de contrôler que l’amplification s’est 
effectuée correctement par l’ajout d’un contrôle interne. Celui utilisé par la NASBA Panfungi 
est une séquence d’ARN proche de la séquence d’ARN cible et est amplifié simultanément. 
Ces deux séquences nucléotidiques utilisent les mêmes amorces mais possèdent un site 
d’hybridation spécifique pour des balises moléculaires différentes. Deux signaux d’émission 
de fluorescence doivent être distingués lors de l’amplification: celui du contrôle interne (6 
ROX) et celui de l’amplicon cible (6 FAM). L’utilisation d’un contrôle interne permet 
d’exclure des résultats faussement négatifs notamment par la présence d’un inhibiteur 
d’amplification contaminant le milieu réactionnel (157).  
 
3.1.6. Principaux paramètres de la courbe de fluorescence 
 
Initialement, la concentration en amorce est très supérieure à celle des ARN cibles. Le temps 
de déplétion des amorces, nommé alpha 3 correspond à l’instant ou le milieu réactionnel est 
épuisé en amorces et ou le taux d’ADNc atteint son maximum. Les ARN deviennent alors la 
cible des molecular beacons. En effet, la cinétique d’hybridation des amorces étant prioritaire 
à celle des balises moléculaires, le point d’abscisse alpha 3 marque le début de l’augmentation 
de la fluorescence. Le contrôle interne de la NASBA Panfungi et l’ARN cible utilisant les 
mêmes amorces, leurs temps alpha 3 sont théoriquement identiques.  
Un plateau est observé sur la courbe de fluorescence après 90 minutes, correspondant à la 
déplétion en nucléotides dans le milieu réactionnel. Le MSR (Maximal Signal Ratio) 
correspond au maximum de fluorescence émis lors de l’amplification. La quantité de balises 
moléculaires étant inférieure au nombre d’amplicons générés par la réaction, ce seuil est 
atteint lorsque toutes les balises moléculaires sont hybridées. (Il existe une corrélation directe 
entre la valeur du MSR et la quantité de balises moléculaires). Le système automatisé 
NucliSENS EasyQ
®, développé par bioMérieux, permet l’amplification NASBA et l’analyse 




Figure 17: Modélisation d’une courbe de fluorescence NASBA et représentation théorique du taux 
d’ARN correspondant (148)  
 
3.2. Applications de la NASBA 
 
3.2.1. Détection d’agents infectieux 
 
La NASBA possède de nombreuses applications dans le domaine du diagnostic médical et 
différentes méthodes de détection et d’amplification de micro-organismes sont actuellement 
commercialisées, notamment en bactériologie et en virologie. Plusieurs matrices humaines 
peuvent être utilisées: sang total, sérum, plasma, urine, broncho-aspiration, LCR, biopsie de 
peau, salive (158–167). L’une des premières applications de la technologie NASBA dans 
l’aide au diagnostic et suivi en pathologie humaine concerne la détection de virus et la 




3.2.1.1. Détection et quantification de charges virales 
Dans le cadre du suivi des patients atteints du VIH 1, la méthode NASBA NucliSENS 
EasyQ
® 
HIV-1 v1.1 a une spécificité comparable (99.4 %) et une sensibilité et sélectivité 
supérieures aux techniques PCR Versant HIV-1 RNA (Bayer
®
) et Cobas Amplicor HIV-1 
Monitor version 1.5 (Roche Diagnostic Systems
®
) (161). Une quantification par NASBA est 
également utilisée dans le cadre du suivi de la charge virale des patients atteints du VHC. 
Dans ce cas, la sensibilité de la méthode NASBA a été évaluée 10 fois supérieure à celle de la 
PCR Quantiplex HCV-RNA (Bayer
®
) et comparable à la technique HCV Monitor PCR based 
assay (Roche
®
) (168). Des méthodes NASBA ont aussi été développées dans le diagnostic des 
infections aux Flavivirus: une approche basée sur la détection de gènes d’enveloppe du West 
Nile virus a montré une sensibilité 1000 fois supérieure à celle de la rt-PCR standard et 
équivalente à la PCR Taqman (Roche
®
) (169,170). Enfin, dans le cadre du diagnostic des 
infections à Cytomégalovirus, Zhang et al. ont proposé une amplification et une détection 
spécifique par NASBA de l’ARNm pp67. Cet ARN, codant pour la protéine virale pp65 
constitue un marqueur précoce de réplication virale. Dans le suivi des patients 
immunodéprimés, sa détection permettrait une prise en charge rapide de l’infection (165). 
 
3.2.1.2. Diagnostic d’infections bactériennes 
Des méthodes NASBA sont également utilisées dans la recherche d’infections ou de 
colonisations bactériennes. L’utilisation du mix réactionnel Nuclisens Basic kit de 
bioMérieux, associé à des amorces et des sondes spécifiques, permet, par détection d’ARN 
16S, une détection en multiplex des infections à Neisseria gonorrheae et Chlamydia 
trachomatis avec une excellente sensibilité: respectivement de 97,4% et 100% (171). 
 
3.2.1.3. Diagnostic d’infections fongiques 
Des méthodes d’amplification moléculaire ont été développées afin de pallier au manque de 
spécificité, de sensibilité et de rapidité des techniques diagnostiques habituelles 




3.2.1.3.1. Diagnostic des candidémies 
Plusieurs auteurs ont comparé les performances de la NASBA dans la détection des 
candidémies à celles des méthodes d’hémocultures. Dans une étude effectuée sur des 
échantillons de patients présentant une candidémie, 34% des prélèvements ont été détectés 
positifs en NASBA, contre 21% par le système d’hémoculture BacT/ALERT® (172). Dans 
une autre étude, les sensibilités de la NASBA Panfungi et d’une NASBA Pancandida ont été 





 copies d’ARN 28S) (153). Cette technique permet également de raccourcir le délai de 
diagnostic (de 30 minutes à 3 heures, contre plusieurs jours d’incubation des flacons 
d’hémoculture) et ainsi une prise en charge plus rapide du patient (172,173). 
 
3.2.1.3.2. Diagnostic des aspergilloses invasives 
Des travaux réalisés sur des échantillons de sang de patients à risque d’aspergillose invasive 
ont évalué la limite de détection d’une méthode NASBA Aspergillus à 1 UFC /ml de sang 
total (174). Cette très bonne sensibilité, équivalente à celle obtenue par les techniques de PCR 
nichée, permettrait une détection rapide (3 heures) des aspergilloses invasives (153). Ces 
résultats sont confirmés par les études de Zhao et al., qui ont obtenu une sensibilité similaire 
en évaluant la NASBA Panfungi et une NASBA Panaspergillus, également sur des 
prélèvements sanguins (limite de détection évaluée à 10
3 copies d’ARN 28S pour A. 
fumigatus) (153). Par ailleurs, une autre étude a montré la bonne sensibilité analytique de la 
NASBA sur des spores d’A. fumigatus détectés dans des broyats de tissus pulmonaires et des 





Tableau V: Exemples d’agents infectieux détectés par des méthodes NASBA et cibles moléculaires 
associées (141)  
 
 
3.2.2. Etude de viabilité des micro-organismes 
 
La corrélation entre présence d’ADN et viabilité cellulaire s’est avérée souvent faible et des 
fragments d’ADN peuvent persister longtemps après la mort cellulaire (176–179). A l’inverse, 
les molécules d’ARNm sont dégradées rapidement et leur détection par NASBA semble 
constituer un bon indicateur de la viabilité cellulaire et en conséquence de la contamination 
microbiologique d’un milieu (179–181). Cette hypothèse est corroborée par des études 
comparatives de détection de l’ARNm 16S par NASBA et de l’ADN 16S par PCR réalisées 
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sur des souches de mycobactéries et des souches de C. trachomatis. Après une exposition à un 
antibiotique, le taux d’ARNm détecté par NASBA diminue fortement, alors que le taux 
d’ADN reste stable (162,182). Dans une étude similaire portant sur des souches d’E. coli 
tuées par la chaleur, les taux d’ARNm 16S (évalués par NASBA et rt-PCR) ont été confrontés 
à ceux d’ADN 16S (évalués par PCR) (179,183). La comparaison des signaux obtenus par 
biologie moléculaire aux résultats des cultures bactériennes (permettant de dater précisément 
la mort cellulaire) a montré que la NASBA permettait un meilleur suivi de la décroissance 
bactérienne. En conséquence, la NASBA apparait donc comme une méthode prometteuse 
pour évaluer la présence de micro-organismes vivants dans un environnement. 
 
3.2.3. Détection d’agents non infectieux 
 
Dans de nombreux autres domaines que l’infectiologie, des méthodes utilisant la technologie 
NASBA ont été développées et constituent une aide au diagnostic médical: détection de 
l’ARNm du transcrit de fusion BCR-ABL du chromosome Ph+ (LMC), détection du facteur 
V Leiden, détection des gènes d’expression des chimiokines, des cytokines, du TNF alpha et 
de cellules tumorales circulantes (164,184–188). 
 
3.3. Evaluation de la NASBA Panfungi de bioMérieux 
 
En collaboration avec le centre Christophe Mérieux (bioMérieux), des études réalisées en 
2009 et 2010 au laboratoire de Parasitologie-Mycologie du CHU de Grenoble ont évalué les 
performances de la NASBA Panfungi sur des isolats fongiques d’origine environnementale ou 
clinique. Des suspensions calibrées de spores (provenant de 6 isolats de moisissures) ont 
permis d’estimer le seuil de détection analytique à 0,5 spores par NASBA (189). La 
spécificité analytique a été établie à partir de 100 isolats fongiques (53 issus de 8 genres de 
moisissures et 47 issus de 11 genres de levures) et 6 isolats bactériens (Escherichia. coli, 
Bacillus cereus, Staphylococcus epidermidis, Pseudomonas aeruginosa, Propionibacterium 
acnes et Legionella pneumophila) (190). A la concentration de 1 McF, tous les extraits 
fongiques ont été détectés par la NASBA Panfungi et aucun signal n’a été observé avec les 
extraits bactériens.  
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Ces excellentes performances sont confortées par les travaux d’autres auteurs. Dans une étude 
portant sur des isolats des genres Candida, Aspergillus, Cryptococcus et Saccharomyces, 
Zhao et al. ont évalué la spécificité analytique de la NASBA Panfungi à 100% et la sensibilité 
analytique à 0,14 CFU d’A. fumigatus et 1.8 CFU de C. albicans (140,153).  
 
Ces résultats tendent à confirmer le grand potentiel de la NASBA Panfungi. En effet, ses 
caractéristiques techniques (détection de souches fongiques viables mais potentiellement non 
cultivables) et ses capacités analytiques (rapidité, sensibilité, spécificité) en font une 
technologie très intéressante dans l’évaluation de la contamination fongique 
environnementale. Néanmoins, les performances présentées jusqu’à présent ont été établies 
essentiellement à partir de souches fongiques fréquemment pathogènes et une évaluation de 
cette technique sur des prélèvements environnementaux demeurait nécessaire.   
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Objectifs de l’étude 
 
La maitrise de l’aéro-biocontamination est un enjeu majeur dans de nombreux domaines en 
particulier hospitalier, industriel ou agro-alimentaire. Le secteur aérospatial doit également 
répondre à ces exigences. Le projet MiDASS, développé par la société bioMérieux
 
pour 
l’Agence Spatiale Européenne, a pour ambition la mise au point d’une plateforme automatisée 
d’évaluation rapide de la contamination fongique et bactérienne d’un environnement. Dans 
cette optique a notamment été conçue une méthode de biologie moléculaire de détection et 
d’amplification de l’ARNr 28S commun à l’ensemble du règne fongique, la NASBA 
Panfungi. Une collaboration entre la société bioMérieux et le laboratoire de Parasitologie-
Mycologie du CHU de Grenoble a permis d’étudier la sensibilité et la spécificité « in vitro » 
de la NASBA Panfungi sur les souches de moisissures et de levures les plus fréquentes. Il 
restait néanmoins nécessaire d’évaluer l’application de cette technologie « in vivo » sur des 
prélèvements environnementaux.   
Un des objectifs du projet MiDASS est de détecter avec une très grande sensibilité des spores 
fongiques dans un milieu où la contamination est quasi-nulle (proche de l’environnement des 
stations spatiales). Les performances de la NASBA Panfungi ont donc été évaluées dans un 
secteur microbiologiquement maitrisé, théoriquement exempt de micro-organismes viables: 
les chambres d’isolement protecteur des patients d’hématologie en secteur hospitalier. La 
contamination fongique de l’environnement a été estimée à la fois par des prélèvements d’air 
et des prélèvements de surfaces. De plus, des prélèvements complémentaires ont été réalisés à 
l’extérieur de ces chambres, afin d’évaluer la NASBA Panfungi en fonction du niveau de 
contamination fongique. Pour chaque prélèvement, les résultats de la NASBA ont été 
confrontés à ceux obtenus par la méthode de surveillance classique, habituellement utilisée en 
hygiène hospitalière: la culture mycologique.   
L’étude s’est déroulée en deux temps. Dans un premier temps, des prélèvements ont été 
réalisés dans trois secteurs différents du service d'hématologie du CHU de Grenoble, 
correspondant à trois niveaux de contamination de l’environnement (charge fongique nulle, 
faible ou élevée). Pour chaque point de prélèvement sélectionné, un double recueil (NASBA 
+ culture) a été effectué. Dans un second temps, les échantillons destinés à la culture 
mycologique ont été analysés par le laboratoire de Parasitologie-Mycologie du CHU. En 
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parallèle, les échantillons testés par NASBA ont été extraits et amplifiés au Centre Christophe 
Mérieux de Grenoble.  
L’objectif de ce travail était d’évaluer les performances de la NASBA Panfungi par rapport  à 
la culture fongique. Nous avons tout d’abord évalué la concordance entre les deux méthodes, 
en fonction de l’environnement étudié (air ou surface, niveau de contamination du secteur). 
Nous avons ensuite évalué la quantification en ARN ribosomique exprimée par les 
prélèvements détectés en NASBA et comparé ce taux à la charge fongique estimée par les 
prélèvements positifs en culture.   
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Matériels et méthodes 
 
1. Présentation du service d’hématologie 
 
Cette étude a été réalisée à partir de prélèvements d’air et de surfaces réalisés dans l’unité C 
du service d’hématologie du CHU de Grenoble. Cette unité, rénovée en 2008, se situe au 
5ème étage du bâtiment A. Michallon. Les patients hospitalisés dans ce service sont traités par 
des chimiothérapies aplasiantes et sont particulièrement à risque d’infections fongiques 
invasives. L’entrée dans cette unité est contrôlée et s’effectue par un sas. Tout entrant doit 
revêtir une sur-blouse, une charlotte, des sur-chaussures et se laver les mains. On pénètre ainsi 
dans le couloir central de l’unité qui permet d’accéder aux chambres des patients ou à l’office 
infirmier. Ces chambres sont individuelles, séparées du couloir par un sas et comportent un 
système de filtration de l’air de haute efficacité HEPA (filtration de particules < 0.3 µm), 
associé à un renouvellement avec flux unidirectionnel (20 volumes par heure). Une cascade 
de pression positive (surpression d’au moins 15 kPa) entre la chambre, le sas de séparation et 
le couloir de l’unité, permet d’éviter la contamination par l’air extérieur (non traité). Le 
matériel de soin reste dans la chambre et le bionettoyage des surfaces est réalisé 
quotidiennement, par un agent d’entretien qui respecte les conditions d’entrée dans ce secteur. 
Conformément aux exigences de la norme NF EN 1275, les désinfectants de surface utilisés 
ont une action fongicide sur de nombreuses souches de levures et de moisissures (réduction de 
4 log en 15 minutes de la concentration des souches de C. albicans et A. niger) (191). Enfin, 
la maitrise de l’eau, potentiellement vecteur de spores fongiques, est assurée par une 
microfiltration terminale (filtres 0.22 µm). 
2. Points de prélèvements 
 





2.1. Zone 1  
 
Cette zone regroupe l’ensemble des chambres stériles du service. Ces chambres doivent 
respecter au minimum la classification ISO 7 selon la norme NF S90 351 (192). La 
contamination microbiologique attendue est nulle. 
 
Figure 18: Chambre stérile du service d’hématologie 
 
2.2. Zone 2  
 
Cette zone regroupe l’office infirmier, le couloir central de l’office, ainsi que les sas de 
séparation des chambres. La contamination microbiologique attendue est faible. 
 




2.3. Zone 3  
 
Cette zone est constituée par le hall d’ascenseur du 5ème étage de l’hôpital. Les dispositifs de 
ventilation d’air du CHU sont équipés d’un système de filtration (efficacité minimale de 85% 
évaluée par méthode opacimétrique). Malgré cette filtration, l’environnement est ici exposé 
aux particules de l’air extérieur (vectorisées notamment par l’homme) et le niveau de 
contamination fongique attendu est élevé.   
 










1 Chambre 12 1 0 UFC 
2 Couloir et 
Hall 
infirmier 
2 2 Faible 
3 Hall 
ascenseur 
1 1 Elevé 
UFC: Unité Formant Colonie 
Tableau VI: Répartition des points de prélèvement par campagne 




3. Réalisation des prélèvements 
 
3.1. Réalisation des prélèvements de surfaces   
 
Pour chaque point de prélèvement de surfaces, deux échantillonnages ont été réalisés:  
 Un échantillonnage par écouvillon (Copan®): application à l’intérieur d’une 
surface carrée de 25 cm² d’un écouvillon humidifié par un tampon d’extraction 
(bioMérieux, 300 µL contenus dans un tube BD Falcon
 TM
 de 15mL). 
 
Figure 21: Prélèvement par écouvillonnage 
 




L’écouvillon était ensuite agité dans le tampon pour faciliter la mise en suspension des 
particules prélevées, égoutté sur les parois du tube Falcon
TM
 et éliminé. Cette suspension 
(environ 250 µl) était ensuite utilisée pour l‘extraction des acides nucléiques puis 
l’amplification NASBA. 
 Un échantillonnage par gélose contact (Count-tact® bioMérieux): application 
d’une gélose contact de 55 mm de diamètre, à l’aide d’un applicateur, permettant 
puis 
Opération effectuée deux 
fois par carré 
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ainsi d’obtenir un temps de contact et une pression équivalente pour chaque 
prélèvement. 
   
Les géloses utilisées sont des géloses Sabouraud irradiées, spécialement conçues pour 
l’utilisation en zone propre. Ces géloses contiennent des agents neutralisants qui inactivent la 
plupart des désinfectants habituels. 
Pour un même site de prélèvement, il n’a pas été possible de réaliser les deux 
échantillonnages (écouvillon et contact) exactement sur la même surface, ceux-ci ont donc été 
réalisés sur des surfaces contigües. 
 
3.2. Réalisation des prélèvements d’air  
 
Pour chaque site de prélèvement, l’air a été collecté à l’aide de deux bio-impacteurs d’air:  
 Le bio-impacteur Air Ideal (bioMérieux): aspiration de 1000 litres d’air en 10 
minutes et dépôt des particules sur une gélose Sabouraud de 90 mm de diamètre.  
Ce préleveur d’air fonctionne selon le principe de l’impaction directe, décrite par Andersen 
(25,101,193). Ce préleveur est extrêmement efficace pour recueillir des particules 
microbiologiques d’un diamètre de 2,1 à 14 µm, selon la norme ISO 14698-1 (192). 
Figure 22: Applicateur 




Figure 23: Bio-impacteur Air Ideal  
 Le bio-impacteur MASS (bioMérieux): ce prototype développé par bioMérieux 
permet une aspiration de 1000 litres d’air en 20 min (50L/min) : les particules 
sont piégées à travers un dispositif nommé peppermill air (cylindre contenant un 
gel, associé à des billes métalliques, permettant la rétention et la lyse des 
particules filtrées). 
 
Figure 24: Bio-impacteur MASS 
Afin de limiter au maximum les perturbations et les contaminations des flux d’air, les 
prélèvements ont été effectués dans des pièces fermées (chambre, sas ou office infirmier) et 
les deux impacteurs ont fonctionné simultanément, à une distance d’au moins deux mètres 
l’un de l’autre. De plus, il était nécessaire de perturber le moins possible les patients 
hospitalisés dans ce service (risque de vectorisation de contaminants microbiologiques ou de 
nuisances sonores). C’est pourquoi, la plupart des prélèvements de surfaces et la totalité des 
prélèvements d’air ont été réalisés dans des chambres n’hébergeant pas de patient au moment 
de l’étude.  
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4. Traitement des prélèvements 
 
Pour chaque point de prélèvement (air ou surface), 2 échantillonnages ont été réalisés. Les 
géloses Sabouraud ont été incubées dans le laboratoire de Parasitologie-Mycologie de l’IBP 
du CHU de Grenoble. En parallèle, les tubes BD Falcon
TM
 (contenant la suspension des 
écouvillonnages réalisés sur les surfaces), et les peppermill air ont été acheminés à 
température ambiante au centre Christophe Mérieux et analysés par la NASBA. 
 
4.1. Mise en culture des prélèvements et identification fongique 
 
Les géloses contacts et les géloses Sabouraud 90 mm ensemencées ont été incubées 7 jours à 
27°C, et les cultures observées toutes les 48h à 72h, jusqu’à J7. 
L’identification des champignons filamenteux a nécessité dans un premier temps l’étude de 
critères macroscopiques, tels que l’aspect et la couleur des colonies. Cette observation a été 
complétée dans un deuxième temps par un examen microscopique des éléments fongiques 
après coloration au bleu de lactophénol (structure du thalle, pigmentation, présence de 
vésicules ou de chlamydospores, mode de groupement et aspect des conidies, aspect des 
spores…). Cette identification a été réalisée selon le mode opératoire décrit dans le guide de 
bonne exécution des analyses du laboratoire de Parasitologie-Mycologie du CHU de Grenoble 
(PAM-MYC-MPO-026). 
L’identification des levures a nécessité l’emploi de tests de détection rapides ou l’utilisation 
de galeries d’identification ID 32C (bioMérieux). Ces tests d’identification, basés sur l’étude 
des caractères physiologiques des levures (assimilation et fermentation des glucides), ont été 
réalisés selon les modes opératoires décrits dans les procédures PAM-MYC-MPO-016, PAM-






4.2. Traitement des échantillons par biologie moléculaire 
 
4.2.1. Lyse des particules et extraction des acides nucléiques 
 
La lyse des particules et l’extraction des acides nucléiques ont été réalisées sur le prototype 
d’automate POP 1, développé par bioMérieux. Afin de réduire le temps d’extraction, trois 
prototypes identiques de cet automate ont été utilisés en parallèle.   
                                
Figures 25a et 25b: Extracteur POP 1 (à gauche) et dispositif de fixation du peppermill (à droite) 
 
L’extraction des acides nucléiques issus des prélèvements de surfaces a nécessité un 
prétraitement: après centrifugation rapide du tube BD Falcon
TM
, la totalité de la suspension a 
été transférée dans un peppermill liquid (dispositif de même format que le peppermill air, 
adapté aux prélèvements liquides).  
Le peppermill (air ou liquid) a été introduit dans le POP 1, via une vanne de fixation. La 
première étape consistait en une lyse mécanique (environ 3 minutes). Le culot résultant de la 
lyse mécanique a été transféré manuellement dans un eppendorf contenant une suspension de 
silice dans un tampon de lyse (thiocyanate de guanidium). A partir de cette nouvelle 
suspension, le POP1 effectue automatiquement les étapes suivantes: lyse chimique du broyat 
cellulaire, extraction et purification des acides nucléiques recueillis. La silice est ensuite 
piégée par un aimant et l’extrait d’acides nucléiques transféré dans un eppendorf. Vingt cinq à 








Avant toute série, un blanc de contrôle a été effectué sur chaque POP 1. Pour cela, 300 µL de 
tampon d’extraction stérile ont été introduits dans un peppermill liquid, puis extraits et 
conservés à -20°C. Ces extraits ont été utilisés par la suite lors de l’étape d’amplification, 
comme témoins négatifs d’extraction. 
 
4.2.2. Amplification des extraits d’acides nucléiques 
 
Les ARN extraits ont été amplifiés par la technique NASBA mise au point par la société 
bioMérieux: la NASBA Panfungi. L’ARN cible est l’ARN 28S de la grande sous unité 
ribosomale des cellules fongiques (153). La préparation des réactifs et l’amplification 
NASBA ont été effectuées dans une pièce spécifique, afin de limiter au maximum les 
contaminations croisées.  
 
4.2.2.1. Protocole d’amplification  
 Préparation du mix d’amplification 
Ce mélange réactionnel a été réalisé à partir de la trousse Nuclisens EasyQ basic kit v2
®
 
(bioMérieux), qui comprend les nucléotides, les enzymes et les autres réactifs nécessaires 
à l’amplification: 
 Accusphères enzymes: sphères lyophilisées contenant de l’AMV-RT, de la RNase H 
et de l’ARN T7 Polymérase  
 Accusphères réactifs: sphères lyophilisées contenant des nucléotides et du MgCl2 
 Diluant accusphère réactif: contient un tampon tris / HCL et du DMSO 
 KCl : solution KCl à 1,2 mol/L, contient également un biocide (sans ADN ni ARN) 
 Eau NW (NASBA Water): eau contenant un biocide  
 
Aux réactifs du Nuclisens EasyQ basic kit ont été ajoutés:  
 Un mélange amorces / balises: deux balises moléculaires différentes ont été utilisées. Les 
molecular beacons permettent la détection spécifique de deux cibles: l’ARN 28S 
(utilisation d’un fluorophore FAM-ARNr 28S) et le contrôle interne (fluorophore ROX-





 Un contrôle interne: cette séquence nucléotidique permet de vérifier l’absence 
d’inhibiteur d’amplification (148). Le contrôle interne ne diffère de la séquence cible 
que par une courte fraction nucléotidique, laquelle permet son hybridation spécifique 
avec une balise moléculaire différente.  
 
 Pour une barrette 
 (8 puits) 
Volume préparé dans le mix 
d’amplification (exemple pour 
9 barrettes) 
Eau NW 7,04 µL 63.4 µL 
KCl 1,2 M 16,0 µL 144,0 µL 
Diluant réactif 64,0 µL 576,0 µL 
Mélange amorces / balises 8,0 µL 72,0 µL 
Contrôle interne  0,96 µL 8.6 µL 
Accusphères réactifs 1 9 
Volume total 96,00 µL 864,0 µL 
Tableau VIII: Protocole de préparation du mix réactionnel 
 
 Préparation de la solution d’enzyme  
Les accusphères enzymes ont été diluées dans de l’eau NW,  selon le protocole suivant: 
 Pour une barrette 
 (8 puits) 
Volume total (exemple pour 9 barrettes) 
Accusphères enzymes 1 9 
Eau NW 45 µL 405 µL 
Tableau IX: Protocole de préparation de la solution d’enzyme 
 
Type d’amorce Séquence (5‘-3’) 
Forward primer CGGCTCTTCCTATCATACCG 
Reverse Primer AATTCTAATACGACTCACTATAGGGCTAAACCCAGCTCA 
CGTTCC 
Tableau VII: Amorces utilisées lors de l’amplification par NASBA Panfungi (153) 
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 Préparation d’une gamme de dilution de C. albicans 
Des extraits d’ARN de C. albicans (bioMérieux) à des concentrations connues ont été 
amplifiés en parallèle. Cinq dilutions ont été réalisées, de 0,01 à 100 Geq /µL (dilution 
effectuée dans de l’eau NW). Ces points de différentes concentrations ont été utilisés comme 
témoins positifs d’amplification de l’ARNr 28S des extraits testés. Cette gamme de dilution 
contient également un point de concentration nulle (eau NW)  utilisé comme témoin négatif 
d’amplification.   
 Préparation des puits réactionnels  
Dix µL du mix d’amplification ont été déposés dans chaque puits d’une barrette (barrettes de 
8 puits PCR Greiner
®
 0,2 ml), dans lesquels 5 µL des extraits à tester (ou 5µL de contrôle 
négatif d’amplification ou 5µL d’extrait de C. albicans), puis 10 µL de la solution 
enzymatique ont été ajoutés. Les barrettes étaient réparties par plaques, chaque plaque 
pouvant contenir six barrettes. 
Pour chaque série d’amplification, les extraits à tester ont été amplifiés en duplicate (excepté 
les témoins négatifs d’amplification, préparés en triplicate et les extraits de C. albicans, 
amplifiés une seule fois). 
 
4.2.2.2. Incubation et amplification 
Une étape de dénaturation a précédé l’amplification. Les barrettes ont été incubées dans  un 
incubateur Nuclisens EasyQ
®
 360-390 (bioMérieux) 2 minutes à 65°C puis 2 minutes à 41°C. 
L’étape d’amplification, entièrement automatisée, a été effectuée via l’amplificateur 
Nuclisens EasyQ
® 
(bioMérieux). Chaque amplificateur ne pouvant traiter que six barrettes à la 
fois,  l’étude a été réalisée en utilisant deux amplificateurs en parallèle. Les barrettes ont été 
disposées dans l’automate préchauffé à 41°C.  
Les mesures continues effectuées par l’analyseur du Nuclisens EasyQ® permettent de mesurer 
en temps réel l’émission de fluorescence des groupements FAM (séquence cible) et ROX 




Barrette 1 Barrette 2 Barrette 3 Barrette 4 Barrette 5 Barrette 6 
Gamme de C.  
albicans (en 
Geq /µL) 
Echantillons à tester 
500 S1 S4 S7 S10 S14 
50 S1 S4 S7 S10 S14 
5 S2 S5 S8 S11 S15 
0,5 S2 S5 S8 S11 S15 
0,05 S3 S6 S9 S12 S16 
0 S3 S6 S9 S12 S16 
0 Blanc POP 1 
EPO1 
Blanc POP 1 
EPO2 
Blanc POP 1 
EPO3 
S13 S17 
0 Blanc POP 1 
EPO1 
Blanc POP 1 
EPO2 
Blanc POP 1 
EPO3 
S13 S17 
      
      






    
500 Air 1     
50 Air 1     
5 Air 2     
0,5 Air 2     
0,05 Air 3     
0 Air 3     
0 Air 4     
0 Air 4     
Tableau X: Exemple de répartition des extraits dans les puits réactionnels (exemple avec 8 barrettes, 
réparties sur 2 plaques) 
 
S1 à 17 : échantillons surface 
Air 1 à 4 : échantillons air 
Blanc POP1 : Témoins négatifs d’extraction (EPO 1-
2-3 : dénomination des POP1 utilisés) 







Figure 26: Automate d’amplification Nuclisens EasyQ® 
 









5. Expression des résultats 
 
5.1. Evaluation de la détection fongique  
 
Les taux de contamination fongique estimés par la culture sont exprimés en Unité Formant 
Colonie (UFC) /25 cm² pour les prélèvements de surfaces et en UFC /m
3
 pour les 
prélèvements d’air. Les taux évalués par la NASBA sont exprimés en Génome-équivalent 
(Geq) /25 cm² pour les prélèvements de surfaces et Geq /m
3
 pour les prélèvements d’air. 
 
5.2. Comparaison entre les deux techniques 
 
   NASBA positive NASBA négative 
Culture positive a c 
Culture négative b d 
Tableau XI: Modélisation des résultats de détection fongique par culture et par NASBA (194) 
 
Afin d’évaluer l’accord statistique entre la NASBA et culture, nous avons utilisé un test 
paramétrique Kappa de Cohen (195,196). Via un coefficient Kappa, ce test permet de chiffrer 
l’accord entre deux techniques qualitatives pour un même jugement, en tenant compte de la 
part de concordance due au hasard. Le coefficient Kappa a été interprété suivant le classement 
de Landis et Koch, fréquemment utilisé en biologie médicale (196): 
 
Accord Kappa 
Très bon >0.61 
Modéré 0.21 - 0.60 
Mauvais 0.00 - .20 
Très mauvais <0.00 




La valeur du coefficient Kappa est donnée par la formule: K= (Po-Pa)/ (1-Pa) 
Avec Po: taux de concordance observé et Pa: taux de concordance du au hasard 
Lorsque les événements observés dans une comparaison statistique ont une trop faible 
prévalence, il est nécessaire d’utiliser un coefficient Kappa corrigé, ajusté à la prévalence. En 
prenant pour hypothèse de départ que les évènements positifs et négatifs (dans l’étude: 
détection ou non d’une contamination fongique) ont la même prévalence, le calcul du 
coefficient Kappa ajusté s’effectue en utilisant la modélisation du tableau XIII ci-dessous 
(195). 
 NASBA positive NASBA négative 
Culture positive (a+d) /2 c 
Culture négative b (a+d) /2 
Tableau XIII: Modélisation des résultats de détection fongique par culture et par NASBA, avec 






Douze campagnes de prélèvements de surfaces et onze campagnes de prélèvements d’air ont 
été réalisées du 06/06/11 au 26/09/11 correspondant à 206 prélèvements de surfaces et 44 
prélèvements d'air. Les trois zones de prélèvements décrites précédemment, avec des niveaux 
de maitrise de l’environnement différents ont été étudiées: 
 Zone 1= Chambres stériles de l’unité d’hématologie: 144 prélèvements de surfaces, 11 
prélèvements d’air 
 Zone 2= Sas, couloir et office infirmier du service: 50 prélèvements de surfaces, 22 
prélèvements d’air 
 Zone 3= Hall ascenseur du 5è étage: 12 prélèvements de surfaces, 11 prélèvements 
d’air. 
1. Résultats de la culture fongique 
 
1.1. Prélèvements en zone 1 
 
Douze prélèvements de surfaces et un prélèvement d’air par campagne ont été réalisés en 
zone 1. Sur 144 prélèvements de surfaces et 11 prélèvements d’air, 7 n’ont pas été retenus 
pour l’étude comparative (5 prélèvements de surfaces et 2 prélèvements d’air). En effet, dans 
ces 7 prélèvements, aucune amplification du contrôle interne n’a pu être obtenue en biologie 
moléculaire. L’absence d’amplification du contrôle interne dans un prélèvement ne permettant 
pas de valider la technique NASBA, la comparaison entre les deux méthodes n'était pas 
possible. Dans cette zone, le taux de positivité des prélèvements de surfaces est de 7,91% 
avec un taux de contamination moyen de 0,24 UFC /25cm². Le taux de positivité des 






1.2. Prélèvements en zone 2 
 
Quatre prélèvements de surfaces et 2 prélèvements d’air par campagne ont été réalisés en 
zone 2 et répartis entre le sas, l’office infirmier et le couloir central de l’unité (soit pour 
l’étude: 50 prélèvements de surfaces et 22 prélèvements d’air). Lors des campagnes 1 et 6, un 
prélèvement de surface supplémentaire a été réalisé. Un prélèvement d’air (campagne 1) a été 
exclu de l’étude (absence d’amplification du contrôle interne par la technique NASBA). Dans 
cette zone, le taux de positivité des prélèvements de surfaces est de 22,00% avec un taux de 
contamination moyen de 0,56 UFC /25cm². Le taux de positivité des prélèvements d’air est de 
100% avec un taux de contamination moyen de 4,14 UFC /m
3
 (Tableau XIV). 
 
1.3. Prélèvements en zone 3 
 
Douze prélèvements de surfaces et 10 prélèvements d’air ont été réalisés lors de l’étude dans 
cette zone à environnement non maitrisé. Deux prélèvements d’air ont été exclus de l’étude 
(absence d’amplification du contrôle interne par la technique NASBA). Le taux de positivité 
des prélèvements de surfaces et d’air est de 100%, avec un taux de contamination moyen des 
prélèvements d’air de 29,00 UFC /m3 (Tableau XIV).  
Compte tenu de l’envahissement fréquent par les moisissures des géloses contacts dans ce 
secteur, la quantification fongique des prélèvements de surfaces n’a pas été réalisée. 
 
 Zone 1 Zone 2 Zone 3 
Surfaces: cultures 
positives 
11/139 (7,91%) 11/50 (22,00%) 12/12 (100%) 
UFC /25 cm²* 0,24 +/- 1,46 0,56 +/- 1,85 Non applicable 
Air: cultures positives 5/9 (55,56%) 21/21 (100%) 8/8 (100%) 
UFC /m
3
* 1,00 +/- 1,58 4,14 +/- 3,88 29,00 +/- 15,23 
Tableau XIV: Taux de prélèvements positifs évalués par la culture et moyenne du nombre de colonies 
(UFC +/- SD) en fonction de la zone prélevée. * moyennes réalisées en considérant les résultats 




1.4. Identification fongique 
 
La répartition des principaux isolats fongiques identifiés sur les milieux de culture est 
présentée ci-dessous. Bien que certains n’aient pu être totalement identifiés, nous nous 
sommes assurés que ces isolats ne correspondaient pas à des champignons opportunistes 
majeurs. Pour les autres, l’identification a été effectuée jusqu’au rang de genre (à l’exception 





Figure 28: Répartition des principales souches fongiques identifiées sur les milieux de culture 
 
L’analyse des cultures effectuées sur les échantillonnages de surfaces montre une 
prédominance des genres Cladosporium sp et Penicillium sp. Aucune colonie d’Aspergillus sp 
n’a été retrouvée dans ces deux zones. L’analyse des prélèvements d’air fait également 
apparaitre une prédominance des genres Cladosporium sp et Penicillium sp. En zone 2, des 
isolats d’Aspergillus sp ont été détectés dans l’air, alors qu’ils n’ont pas été retrouvés sur les 
surfaces. En zone 3, le dénombrement des colonies s’est avéré impossible, du fait de 

























































Mucorales). Néanmoins, les genres Cladosporium sp et Penicillium sp, ainsi que d’assez 
nombreux isolats du genre Aspergillus (dont A. fumigatus) ont été fréquemment retrouvés.  
2. Résultats de la détection fongique par NASBA et comparaison à la culture  
 
2.1. Résultats de la NASBA 
 
 Zone 1 Zone 2 Zone 3 
Surfaces : NASBA 
positives 
12/139 (8,63%) 13/50 (26,00%) 12/12 (100%) 
Geq /25 cm
2
* 0,41 +/- 1,85 0,78 +/- 1, 67 182,17 +/- 220,11 
Air: NASBA 
positives 
6/9 (66,67%) 17/21 (80,95%) 8/8 (100%) 
Geq /m
3
* 3,95 +/- 7,58 5,05 +/- 5,95 82,12 +/- 93,53 
Tableau XV: Taux de prélèvements positifs évalués par NASBA et moyenne du nombre de colonies 
(UFC +/- SD) en fonction de la zone prélevée. * moyennes réalisées en considérant les résultats 
négatifs (0 Geq) et positifs.  Détails des résultats en annexes 1 et 2. 
 
 
2.2. Comparaison qualitative : évaluation de la concordance entre la NASBA et la 
culture fongique 
 
Afin de comparer les performances de la NASBA par rapport à la culture fongique, nous 
avons calculé les taux de concordance positifs et négatifs entre ces techniques, ainsi que le 
taux de concordance global. Le coefficient Kappa, proposé par Cohen, nous a permis 
d’évaluer la qualité de cet accord (195).  
 
Dans les tableaux suivants, la concordance entre les deux méthodes est présentée dans chaque 
zone puis les taux de concordance et le coefficient Kappa ont été calculés à partir de 





2.2.1. Evaluation de la concordance des prélèvements de surfaces 
 
2.2.1.1. Calcul des taux de concordance 
Zone 1 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 3 8 11 
Culture négative 9 119 128 
Total 12 127 139 
Tableau XVI: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture, sur les prélèvements de surfaces en 
zone 1 
 
Zone 2 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 7 4 11 
Culture négative 6 33 39 
Total 13 37 50 
Tableau XVII: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture, sur les prélèvements de surfaces 
en zone 2 
 
Zone 3 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 12 0 12 
Culture négative 0 0 0 
Total 12 0 12 
Tableau XVIII: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture, sur les prélèvements de surfaces 
en zone 3 
 
Zones 1+2+3 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 22 12 34 
Culture négative 15 152 167 
Total 37 164 201 
Tableau XIX: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture sur l’ensemble des prélèvements de 
surfaces (n=201) 
 
Les taux de concordance calculés selon la méthode proposée par la FDA (194) sont les 
suivants:   
 Taux de concordance positive: 22/34= 64,70% 
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 Taux de concordance négative: 152/167= 91,02% 
 Taux de concordance global: (22+152)/201= 86,57%. 
 
Le taux global de discordance est de 13.43% (27/201). 12 prélèvements positifs en culture 
n’ont pas été détectés en biologie moléculaire et à l’inverse, 15 prélèvements positifs en 
NASBA Panfungi ont été considérés négatifs après culture sur milieu Sabouraud. Les taux de 
discordances correspondant sont de 5,97% (12/201, prélèvements positifs uniquement en 
culture) et 7,46% (15/201, prélèvements positifs uniquement en NASBA). 
 
2.2.1.2. Calcul du degré d’accord Kappa 
 
 
Surfaces  NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 22 12 34 
Culture négative 15 152 167 




Tableau XX: Evaluation de l’accord entre la NASBA Panfungi et  la culture sur les prélèvements de 
surfaces (ensemble des trois zones) 
 
 
En cumulant les données des trois zones d’étude, le degré d’accord (estimé par le coefficient 
Kappa) entre les deux méthodes pour les prélèvements de surfaces est évalué à 53,8%. Cet 
accord entre les deux méthodes est considéré comme étant modéré, d’après l’échelle établie 
par Landis et Koch (195). Néanmoins, la faible prévalence observée d’événements positifs 
(détection d’une contamination fongique) entraine une sous estimation du coefficient Kappa 
(195). En tenant compte de ce biais de prévalence, l’accord entre les deux méthodes est alors 




Surfaces NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 87 12 99 
Culture négative 15 87 102 
Total 102 99 201 
Po 0,87 
Pa 0,50 
Kappa ajusté 73,1% 
Tableau XXI: Evaluation de l’accord ajusté au biais de prévalence entre la NASBA Panfungi et  la 
culture sur les prélèvements de surfaces 
 
2.2.2. Evaluation de la concordance des prélèvements d’air 
 
2.2.2.1. Calcul des taux de concordance 
Zone 1 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 4 1 5 
Culture négative 2 2 4 
Total 6 3 9 
Tableau XXII: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture sur les prélèvements d’air en zone 1 
 
Zone 2 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 17 4 21 
Culture négative 0 0 0 
Total 17 4 21 
Tableau XXIII: Concordance entre la NASBA Panfungi et  la culture sur les prélèvements d’air en zone 
2 
 
Zone 3 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 8 0 8 
Culture négative 0 0 0 
Total 8 0 8 





Zones 1+2+3 NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 29 5 34 
Culture négative 2 2 4 
Total 31 7 38 
Tableau XXV: Concordance entre la NASBA Panfungi et la culture sur l’ensemble des prélèvements 
d’air (n=38) 
Les taux de concordance calculés selon la méthode proposée par la FDA sont les suivants:   
 Taux de concordance positive : 29/34= 85,29% 
 Taux de concordance négative : 2/4= 50,00% 
 Taux de concordance global : (29+2)/38= 81,58%. 
Le taux global de discordance est de 18.42% (7/38). Cinq prélèvements positifs en culture 
n’ont pas été détectés en biologie moléculaire et à l’inverse, 2 prélèvements positifs en 
NASBA Panfungi ont été considérés négatifs après culture sur milieu Sabouraud. Les taux de 
discordances correspondant sont de 13,16% (5/38 prélèvements positifs uniquement en 
culture) et 5,26% (2/38 prélèvements positifs uniquement en NASBA). 
 
2.2.2.2. Calcul du degré d’accord Kappa 
 
Air NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 29 5 34 
Culture négative 2 2 4 





Tableau XXVI : Evaluation de l’accord entre la NASBA Panfungi et la culture sur les prélèvements d’air 
(ensemble des trois zones) 
 
En cumulant les données des trois zones d’étude, le degré d’accord (estimé par le coefficient 
Kappa) entre les deux méthodes pour les prélèvements d’air est évalué à 26,5%. Cet accord 
entre les deux méthodes est considéré comme médiocre, d’après l’échelle établie par Landis et 
Koch (195). Néanmoins, il faut également tenir compte ici de la prévalence des événements 
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observés, qui sous estime ce coefficient. La valeur du coefficient Kappa ajusté sur la 
prévalence est de 63,4%, ce qui correspond à un accord fort. 
Air NASBA positive NASBA négative Total 
Culture positive 15,5 5 20,5 
Culture négative 2 15,5 17,5 





Tableau XXVII: Evaluation de l’accord ajusté au biais de prévalence entre la NASBA Panfungi et la 
culture sur les prélèvements d’air 
 
2.3. Comparaison quantitative 
 
Les taux de contamination évalués par la NASBA (Geq /25cm² ou /m
3
) ont été comparés à 
ceux évalués par la culture fongique (UFC /25cm² ou /m
3). L’envahissement fréquent des 
boites de culture en zone 3 ne permettant pas un dénombrement précis des colonies fongiques, 
seuls les prélèvements provenant des zones 1 et 2 ont ici été considérés. De plus, seuls les 




Prélèvements positifs NASBA  Culture 
Surfaces (Zone1 / Zone 2) 13/11 11/11 
Air (Zone1 / Zone 2) 6/17 5/21 







Les figures 29 et 30 ci-dessous présentent les charges fongiques moyennes obtenues sur les 




Figure 29: Représentation de la charge fongique moyenne évaluée sur les surfaces en zones 1 et 2 en 
UFC /25cm² (+/-SD) et en Geq /25cm² (+/- SD) 
 
La charge fongique moyenne estimée par la NASBA sur les prélèvements positifs de 
surfaces est de 4,72 Geq /25cm² en zone 1 et de 2,93 Geq /25cm² en zone 2 (à partir de 13 et 
11 prélèvements respectivement). La culture fongique évalue cette charge à 3,09 UFC /25cm² 







Zone 1 Zone 2 
3,09 +/- 4,44 
2,45 +/- 3,39 
4,72 +/- 4,49 







Figure 30: Représentation de la charge fongique moyenne évaluée dans l’air en zones 1 et 2 en UFC  
/m3 (+/-SD) et en Geq /m3 (+/- SD) 
La charge fongique moyenne estimée par la NASBA sur les prélèvements d’air positifs est 
de 5,92 Geq /m
3
 en zone 1 et de 6,24 Geq /m
3
 en zone 2 (à partir de 6 et 17 prélèvements 
respectivement). La culture fongique évalue cette charge à 1,80 UFC /m
3
 en zone 1 et à 4,14 
UFC /m
3 
en zone 2 (à partir de 5 et 21 prélèvements respectivement). 
 
2.4. Synthèse des principaux résultats 
 
Au final, les principaux résultats de cette étude sont les suivants : 
La comparaison des résultats des prélèvements de surfaces montre une concordance globale 
de 86,57%, avec des discordances de 5.97% (prélèvements négatifs en NASBA et positifs en 
culture) et 7,46% (prélèvements positifs en NASBA et négatifs en culture). La comparaison 
des résultats des prélèvements d’air montre une concordance globale de 81,58%, avec des 
discordances 13,16% (prélèvements positifs uniquement en culture) et 5,26% (prélèvements 









Zone 1 Zone 2 
1,80 +/- 1,79 
4,14 +/- 3,88 






L’accord entre les deux méthodes est considéré fort, d’après le calcul des coefficients Kappa 
(ajustés à la prévalence): 73,1% (prélèvements de surfaces) et 63,4% (prélèvements d’air).    
Lors de la comparaison des charges fongiques détectées par les deux méthodes, il n’a pas été 
possible de réaliser une véritable étude statistique de corrélation entre les taux de 
contamination exprimés en UFC et ceux exprimés en Geq. En effet, le nombre d’échantillons 
évalués (prélèvements positifs en NASBA Panfungi et / ou en culture fongique) était trop 






Les conséquences sur la santé humaine de l’aéro-biocontamination peuvent être très variées et 
dépendent des caractéristiques du milieu (température, humidité), de la charge fongique et du 
type d’espèce, ainsi que des caractéristiques immunologiques de l’hôte (patient 
immunodéprimé ou sensibilisé à un allergène...) (1,25,27,51,69). Dans le domaine aérospatial, 
la présence de micro-organismes fongiques dans l’environnement des stations spatiales peut 
altérer l’intégrité des matériaux et de l’équipement, ainsi que la santé des spationautes, dont 
l’immunité est dérégulée (22,23). L'aéro-contamination fongique constitue également une 
problématique très importante en secteur hospitalier, où la maitrise de l’environnement est un 
préalable indispensable à la prévention des infections fongiques invasives chez les patients à 
haut risque. Cette maitrise repose essentiellement sur des systèmes de traitement de l’air 
(basés sur la filtration haute efficacité) et l’organisation de mesures visant à séparer le patient 
immunodéprimé des nombreuses sources de spores (hébergement en unités protégés). Des 
prélèvements microbiologiques, basés principalement sur la collecte et la culture de spores 
fongiques permettent ensuite d’évaluer l’efficacité de ces mesures de prévention (19,197). En 
France, la Haute Autorité de Santé (HAS) impose que pour chaque établissement de santé, 
l’organisation de ces contrôles fasse l’objet de procédures spécifiques. Par ailleurs, 
l’association de prélèvements d’air et de surfaces est recommandée par le comité technique 
national des infections nosocomiales et des infections liées aux soins (CTINILS) (75).  
En hématologie, les recommandations émises par le CLIN du CHU de Grenoble prévoient un 
contrôle mensuel de l’environnement d’une chambre hébergeant un patient (classée ISO 7). 
Ce contrôle associe 7 prélèvements de surfaces (utilisation de géloses contacts) et un 
prélèvement de 500 L d’air (réalisé par impaction sur une gélose Sabouraud). Ces méthodes 
de détection de la flore fongique ont toutefois plusieurs limites. Outre leur sensibilité assez 
médiocre et la sous-estimation probable de la charge fongique réelle, l’obtention des résultats 
nécessite des durées d’incubation longues (de plusieurs jours). Ces délais retardent les actions 
curatives à apporter en cas de contamination avérée d’un secteur protégé: vérification du 
traitement de l’air et administration éventuelle d’un traitement probabiliste. 
Dans ce contexte, l’utilisation des techniques de biologie moléculaire, par leur rapidité, 
apparait très intéressante et apporterait des solutions aux contraintes des méthodes de culture 
mycologiques classiques. De cette exigence de maitrise de la contamination microbienne dans 
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l’industrie aéronautique est né en 2001 le projet MiDASS. Cette collaboration entre l’Agence 
Spatiale Européenne (ESA) et la société bioMérieux vise à mettre au point un système 
automatisé d’évaluation de la biocontamination fongique et bactérienne par une technique de 
biologie moléculaire qualitative et quantitative nommée NASBA. Décrite par Jean Compton 
en 1991, cette technologie permet une amplification isotherme d’acides nucléiques. La 
détection et l’amplification de la cible est effectuée en temps réel, ce qui permet de réduire le 
temps d’analyse et de limiter le risque de contamination des échantillons (contrairement aux 
méthodes en point final, les tubes d’amplification ne sont jamais rouverts).  
La NASBA Panfungi est une méthode d’amplification de l’ARNr 28S commun au règne 
fongique. L’objectif de la société bioMérieux est l’intégration de cette technologie dans un 
dispositif miniaturisé de détection rapide de la contamination environnementale. En 2009 et 
2010, les travaux issus d’une collaboration entre le laboratoire de Parasitologie-Mycologie du 
CHU de Grenoble et bioMérieux ont permis d’évaluer les performances de la NASBA 
Panfungi sur des isolats fongiques de laboratoire (189,190). La spécificité de la technique 
(établie à partir de 100 isolats fongiques et 6 isolats bactériens) a été évaluée à 100% et la 
sensibilité analytique (établie à partir de souches d’A. fumigatus, d’A. niger, de Penicillium 
sp, de Cladosporium sp, de Fusarium sp et d’Alternaria sp) a été évaluée à 0,5 spores par 
NASBA).  
L’objectif principal de notre étude était d’évaluer les performances de la NASBA Panfungi 
par rapport à la culture mycologique dans la détection de spores fongiques dans un 
environnement très faiblement contaminé, écologiquement proche de l’environnement des 
navettes spatiales. Trois zones d’études, correspondant à trois atmosphères de contamination 
fongique différentes de l’unité d'hématologie du CHU de Grenoble et comprenant un secteur à 
environnement maitrisé, ont été choisies. Dans chaque environnement, des prélèvements d’air 
et de surfaces ont été réalisés et les échantillons prélevés ont été analysés en parallèle par la 
NABSA Panfungi et par la culture mycologique. La comparaison des résultats des 
prélèvements de surfaces montre une très bonne concordance entre les deux techniques, avec 
une concordance globale de 86,57%, estimée sur 201 prélèvements. Pour ces prélèvements, le 
coefficient Kappa de Cohen ajusté à la prévalence est évalué à 73,1% confirmant un agrément 
fort entre les deux méthodes. De plus, le taux d’accord négatif observé (91,02%) très élevé 
montre que les deux techniques seraient équivalentes en cas de résultat négatif sur des 
prélèvements de surfaces. Cette observation est particulièrement intéressante dans le domaine 
de l’évaluation de la contamination fongique des secteurs « à risque », pour lesquels l’absence 
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de contamination fongique est l’objectif recherché (zone ISO 7, navette spatiale..). 
Concernant les prélèvements d’air, la concordance entre les deux techniques est également 
bonne, avec un taux de concordance global de 81,58% et un agrément fort estimé par le 
coefficient Kappa de Cohen ajusté à la prévalence (63,4%).  
Certaines discordances entre les résultats obtenus par les deux méthodes ont néanmoins été 
constatées, avec des taux de 13,43% (27/201) pour les prélèvements de surfaces et de 18,42% 
(7/38) pour les prélèvements d’air. Plusieurs prélèvements positifs en culture fongique n’ont 
notamment pas été détectés par la NASBA Panfungi. Ces écarts entre les deux techniques 
représentent 5,97% (12/201) des prélèvements de surfaces ainsi que 13,16% (5/38) des 
prélèvements d’air et concernent exclusivement les secteurs à contamination faible ou nulle (8 
prélèvements discordants observés sur les surfaces en zone 1, aucun en zone 3). Plusieurs 
hypothèses peuvent expliquer ces discordances qui associent culture positive et NASBA 
négative. L’évaluation de la NASBA Panfungi a montré une très bonne sensibilité sur des 
souches de moisissures de laboratoire (189). Toutefois, les isolats fongiques de 
l’environnement pourraient présenter certaines différences génomiques avec les souches de 
laboratoire (mutations au niveau de la zone d’hybridation des amorces) et diminuer cette 
sensibilité. Afin de vérifier cette hypothèse, des suspensions de spores ont été réalisées à 
partir des cultures issues de deux de ces prélèvements discordants (positifs en culture, négatifs 
en biologie moléculaire) puis ces suspensions ont été analysées par NASBA. L’amplification 
s’est révélée positive pour ces 3 isolats testés, confirmant ainsi la bonne sensibilité de la 
NASBA Panfungi évaluée préalablement sur des souches de laboratoire (189). Ces 
discordances observées entre ces deux méthodes pourraient être secondaires à la répartition 
aléatoire des spores entre les deux échantillonnages (NASBA + culture) d’un même site, en 
particulier dans les environnements à air maitrisé où la contamination est très faible. En effet, 
bien que les surfaces explorées par les deux méthodes (utilisation d’une gélose contact et 
écouvillonnage) soient contigües, leur colonisation fongique peut différer. Cette hypothèse 
s’applique également pour les prélèvements d’air, pour lesquels la distance entre les deux 
impacteurs utilisés pendant l’échantillonnage peut expliquer cette différence de détection. 
Obligatoire afin de ne pas perturber les flux d’air lors du fonctionnement des impacteurs, cette 
distance implique que les atmosphères étudiées soient légèrement différentes. Par ailleurs, 
quel que soit le type de prélèvement, la majorité des discordances (9/17) ont été observées 
dans les environnements à charge fongique quasi nulle (zone 1 de l’étude) et aucune n’a été 
constatée dans les secteurs à charge fongique élevée (zone 3 de l’étude). La répartition 
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aléatoire des spores entre les échantillonnages pourrait donc expliquer la plupart des 
discordances observées entre ces deux méthodes. Des résultats faussement positifs en culture 
peuvent également être générés par une contamination accidentelle des milieux gélosés 
utilisés pour le recueil des spores fongiques. En effet, une contamination de ces milieux lors 
du transport ou de l’analyse des boites de Pétri durant la période d’incubation ne peut être 
totalement exclue. Néanmoins, le respect des dates de péremption de milieux de culture et 
l’observation des modes opératoires décrits dans le guide de bonne exécution des analyses du 
laboratoire de Parasitologie-Mycologie permet de maîtriser et donc de minimiser ce risque 
(PAM-MYC-MPO-016, PAM-MYC-MPO-017, PAM-MYC-MPO-018, PAM-MYC-MPO-
026). 
Des discordances inverses, résultant de prélèvements positifs en NASBA mais négatifs en 
culture ont également été observées dans cette étude et représentent 7,46% (15/201) des 
prélèvements de surfaces et 5,26% (2/38) des prélèvements d’air. Dans ce cas également, le 
nombre de discordances observées diminue lorsque la charge fongique augmente (9 
prélèvements de surface et 2 prélèvements d’air discordants en zone 1, aucun en zone 3) et ces 
différences peuvent être très probablement dues à la répartition aléatoire des spores dans les 
environnements étudiées. Concernant les prélèvements d’air, ces discordances pourraient 
également résulter des caractéristiques différentes des deux impacteurs utilisés. En effet, bien 
que la quantité d’air impactée soit identique (1000 L), le temps de recueil est plus long pour 
l’impacteur MASS (20 minutes) que pour l’impacteur Air Ideal (10 minutes), ce qui augmente 
la probabilité d’aérosolisation et de recueil d’une spore fongique. Enfin, une contamination du 
prélèvement traité par la NASBA pourrait être évoquée pour expliquer ces écarts entre les 
deux méthodes. Néanmoins, le processus de recueil et d’analyse employé permet de maitriser 
au maximum ce risque et cette dernière hypothèse semble très peu probable:  
 En biologie moléculaire, les prélèvements et le personnel doivent respecter un circuit 
très strict selon le principe de la « marche en avant », afin d’éviter toute contamination 
des locaux, des réactifs ou des prélèvements. Au centre Christophe Mérieux, ces 
procédures sont décrites dans le guide de bonnes pratiques d’utilisation du laboratoire 
(procédure FDP/2037/151)  
 L’emploi de tubes Falcon TM hermétiques (ou de dispositifs peppermill air) permet de 
limiter au maximum les contaminations éventuelles du recueil lors du transport avant 
extraction de l’ARN.  
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 La phase d’extraction des ARN s’effectue en système clos dans le prototype 
d’automate POP 1, empêchant toute contamination des extraits.  
 L’amplification s’effectue également en système clos (barrettes 8 puits Greiner®). Une 
contamination inter échantillons par l’opérateur est néanmoins toujours possible lors 
du dépôt des extraits dans les barrettes. Afin de limiter ce risque de détection 
faussement positive d’un échantillon par la NASBA, chaque extrait est amplifié en 
duplicate et seule une répétabilité correcte permet de valider la technique.  
L’obtention de résultats positifs en NASBA et négatifs en culture fongique pourrait également 
traduire une meilleure sensibilité analytique de la biologie moléculaire. En effet, ces 
moisissures non détectées sur milieu Sabouraud peuvent correspondre à des souches viables 
mais non cultivables. Cette hypothèse est reprise dans plusieurs études réalisées sur la flore 
fongique environnementale où l’utilisation de techniques de biologie moléculaire, en 
particulier de la PCR, a permis la mise en évidence d’ADN de spores fongique altérées non 
viables ou de spores provenant de souches non cultivables, potentiellement pathogènes pour 
l’homme (6,117). De nombreux auteurs considèrent ainsi que le taux évalué par la culture 
mycologique sous-estime le taux de contamination « réel » d’un environnement et le risque 
fongique associé (53,117,123,127). Selon les études, ce ratio peut varier entre 2 et 10 
(127,198).  
La comparaison de nos résultats avec ceux de la littérature est délicate puisqu’à notre 
connaissance, il n’existe pas de publication traitant de l’évaluation de la contamination 
fongique globale en environnement protégé par biologie moléculaire. L’utilisation de la PCR 
pour quantifier l’aéro-biocontamination fongique est décrite dans plusieurs études, mais il 
s’agit alors principalement d’évaluations réalisées dans des secteurs fortement contaminés, 
tels que des logements insalubres, des bâtiments en travaux ou des logements agricoles 
(116,127,198,199). Certains travaux confirment néanmoins l’intérêt de la biologie moléculaire 
par rapport à la culture dans l’évaluation d’environnements faiblement contaminés en cas de 
recherche d’un agent pathogène spécifique. Dans une étude portant sur la détection de 
Stachybotrys chartarum par une rt-PCR spécifique, 15 prélèvements d’air et de surfaces ont 
été réalisés dans des chambres à air maitrisé du service d’hématologie du CHU de Besançon 
(200). S. chartarum a été isolé en culture dans 2 prélèvements, contre 6 en biologie 
moléculaire. Dans cette étude, le seuil de détection de la rt-PCR a été estimé à 1 équivalent 
spore par PCR, seuil assez proche de celui évalué pour la NASBA Panfungi (0,5 équivalent 
spore par NASBA) (189). Une autre étude portant sur la détection environnementale 
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spécifique d’A. fumigatus par rt-PCR a été réalisée sur des échantillons d’air, provenant de 
chambres à environnement maitrisé (filtre HEPA) et des couloirs attenants (65). Les résultats 
obtenus ici par Bellanger et al. confirment également la meilleure sensibilité de la biologie 
moléculaire par rapport à la culture puisque sur 43 prélèvements réalisés, A. fumigatus a été 
détecté sur 19 échantillons en PCR, contre 7 en culture. Toutefois, cette étude ne distingue pas 
la contamination des chambres de celle des couloirs de l’unité et ces résultats sont donc 
difficilement comparables aux nôtres.  
Au travers de notre étude, la NASBA Panfungi, par sa bonne concordance avec la culture 
mycologique (86,57% et 81,58% de concordance, respectivement pour les prélèvements de 
surfaces et d’air) ainsi que par sa rapidité d’analyse, apparait comme une technique très 
intéressante dans l’évaluation de la contamination fongique environnementale. De plus, sa très 
bonne sensibilité analytique lui permettrait de pallier aux limites de la culture, en particulier 
par la détection de particules non cultivables. En outre, contrairement aux méthodes PCR, la 
NASBA Panfungi ne détecterait théoriquement que les particules fongiques viables. En effet, 
la plupart des méthodes PCR développées dans le domaine de l’évaluation de la 
contamination environnementale reposent sur la détection de fragments d’ADN, qui peuvent 
subsister longtemps après la mort de la cellule fongique (51,115,121,125). Ces techniques 
pouvant surestimer l’exposition fongique réelle, elles sont peu adaptées aux environnements à 
charge fongique faible. A l’inverse, les molécules d’ARN étant dégradées rapidement après la 
mort cellulaire, leur détection par NASBA constituerait un bon indicateur de la contamination 
fongique réelle d’un milieu (177–179). 
Il convient toutefois d’apporter quelques nuances à ces constatations. Tout d’abord, l’une des 
limites de cette étude est l’absence de méthode de référence fiable permettant d’évaluer très 
précisément la charge fongique d’un environnement. En effet, les résultats de la NASBA sont 
confrontés ici à une méthode de sensibilité modérée: la culture fongique sur milieu 
Sabouraud. De plus, la robustesse de la méthode NASBA Panfungi pourrait encore être 
optimisée puisque plusieurs prélèvements ont nécessité une seconde amplification pour cause 
de résultats non interprétables. Sur l’ensemble de l’étude, 13,6% des échantillons (34/250) ont 
nécessité une seconde amplification par NASBA (résultat non interprétable après une 
amplification) et 3,6% ont du être exclus de l’analyse des résultats (5 prélèvements de 
surfaces et 4 prélèvements d’air, non interprétables après une seconde amplification). Ces 
résultats non interprétables étaient dus à une absence d’amplification du contrôle interne 
(n=9) ou à une discordance entre les deux duplicates amplifiés simultanément pour un même 
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échantillon (n=25). Les discordances observées entre deux duplicates peuvent être secondaires 
à une contamination d’un puits réactionnel (lors du dépôt des extraits au cours de la phase 
préparatoire à l’amplification) ou à une inhibition d’amplification d’un duplicate. A notre 
avis, la présence de composés inhibiteurs, fréquente lors de prélèvements environnementaux, 
peut également expliquer l’absence d’amplification du contrôle interne dans certains 
échantillons. La phase d’extraction et de purification des ARN constitue en effet une étape 
critique avant l’amplification par NASBA. Au cours de cette étape, certains composés 
(résidus de silice micronisée, séquences nucléotidiques, voire des résidus de détergents 
présents sur les surfaces…) pourraient inhiber l’amplification des ARN extraits.  
Un objectif secondaire de l’étude était de comparer la charge fongique obtenue par la NASBA 
Panfungi (en Geq) à celle obtenue par la culture (en UFC). Le dénombrement des colonies 
fongiques n’étant pas réalisable sur les milieux de culture des prélèvements réalisés en secteur 
fortement contaminé, les prélèvements réalisés en zone 3 n’ont pas été inclus dans cette 
analyse. Ce dénombrement pourrait en revanche être effectué en utilisant un milieu de culture 
plus adapté aux environnements à charge fongique élevée, comme le milieu dichloran 
glycérol 18 (DG 18) (103). Dans les secteurs stériles ou faiblement contaminés (zones de 
prélèvements 1 et 2), les taux d’ARN ribosomiques évalués par la NASBA sur les 
prélèvements de surfaces positifs (4,72 +/- 4,49 Geq /25cm² sur 12 prélèvements en zone 1 et 
2,93 +/- 2,09 Geq /25cm² sur 13 prélèvements en zone 2) semblent proportionnels à ceux 
observés en culture (3,09 +/- 4,44 UFC /25 cm² sur 11 prélèvements en zone 1 et 2,45 +/- 3,39 
UFC /25 cm² sur 11 prélèvements en zone 2). Cette tendance apparait moins clairement pour 
les prélèvements d’air. Toutefois, le nombre d’échantillons évalués étant trop faible et donc 
les écarts types importants, il n’a pas été possible de réaliser une véritable analyse statistique 
de corrélation. Cette observation nécessiterait d’être évaluée plus spécifiquement dans une 
autre étude. Une comparaison quantitative entre la NASBA Panfungi et la culture 
mycologique pourrait en effet être réalisée sur une gamme de suspensions de spores fongiques 
de différentes concentrations. Chaque point de cette gamme serait ensemencé et parallèlement 
extrait puis amplifié par NASBA. Le signal (en Geq /ml) correspondant serait alors rapporté à 
chaque concentration (en spores /ml). Il n’est néanmoins pas certain qu’une correspondance 
entre les deux quantifications (par la NASBA Panfungi et par la culture) puisse être établie 
formellement. En effet, la quantité d’ARN ribosomique exprimée par un isolat fongique peut 
varier fortement selon l’espèce considérée et l’environnement auquel il est exposé 
(température, humidité, agression chimique par les produits d’entretien…) (201,202). 
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Actuellement, bien que la technique NASBA ne permette pas une évaluation quantitative du 
nombre précis de spores fongiques dans un environnement, cette étude montre que les taux 
d’ARNr 28S sont significativement plus élevés dans les environnements à charge fongique 
forte que dans les autres secteurs. Ces résultats sont donc conformes aux attentes: un taux 
d’ARNr 28S élevé correspondrait à une charge fongique forte, alors qu’un taux plus faible 
serait observé dans un secteur moins exposé à la contamination. Toutefois quelles seraient les 
mesures à prendre en cas de détection d’ARN ribosomique fongique en environnement 
protégé? En hygiène hospitalière, la mise en évidence par la culture de spores fongiques fait 
l’objet de recommandations précises, encadrées par des textes normatifs, en fonction du 
secteur contrôlé (classification ISO), de la charge fongique et de l’espèce observée. A notre 
connaissance, aucune relation n’a été encore établie entre la charge génomique 
environnementale et le risque de survenue d’une infection fongique invasive. Des travaux 
seront donc nécessaires afin d’établir dans les environnements étudiés de nouveaux niveaux 
de qualité: seuils cible, d’action et d’alerte.  
En parallèle, cette étude permet également d’avoir une évaluation de la contamination d’un 
secteur protégé, classé au minimum ISO 7 selon les directives de la norme ISO 14644-1 (67). 
Le risque infectieux correspondant à cette zone est élevé et la contamination fongique 
environnementale attendue dans ce secteur est donc nulle. Le seuil recommandé est une 
contamination inférieure à 1 UFC de champignon filamenteux par gélose contact pour les 
surfaces et inférieure à 1 UFC de champignon filamenteux par m
3
 d’air (100,192). Dans notre 
étude, les taux de contamination fongiques retrouvés dans les chambres d’isolement 
d’hématologie sur certains prélèvements de surface ou d’air sont supérieurs à ces directives. 
En effet, afin de perturber le moins possible les patients hospitalisés, la plupart des 
prélèvements ont été réalisés dans la chambre n°1 de l’unité d’hématologie du CHU de 
Grenoble, qui était inoccupée au moment de l’étude. Le système de filtration de l’air de cette 
chambre (filtre HEPA) devant être révisé durant cette période, cette chambre n’était pas 
considérée comme stérile (classée ISO 7). Cette particularité par rapport aux autres chambres 
de l’unité (qui ne modifie pas les objectifs de notre étude) peut expliquer ces taux de 
contamination fongique plus élevés que prévus. Comme attendu, un gradient de 
contamination fongique est observé entre les trois zones étudiées. Cette constatation avait déjà 
été mise en évidence par plusieurs auteurs et confirme l’efficacité des mesures mises en 
œuvre pour limiter et contrôler la contamination fongique dans les secteurs à environnement 
protégé (15,71,72,203,204). L’observation des cultures fongiques dans les zones peu ou pas 
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contaminées (zones 1 et 2) montre une majorité d’isolats de Penicillium sp et de 
Cladosporium sp. Cette observation est cohérente avec celles rapportées dans plusieurs études 
réalisées sur la contamination de l’air intérieur des secteurs protégés en milieu hospitalier 
français, qui montraient une prédominance des mêmes genres de moisissures (Penicillium sp: 
23-28% et Cladosporium sp: 15-16%) (12,57). De plus, nous observons que pour une zone 
donnée, le taux de contamination de l’air peut être très différent de celui des surfaces 
avoisinantes. Ce phénomène peut s’expliquer par l’aérosolisation variable des spores 
fongiques, selon l’espèce et les conditions environnementales (température, humidité, flux 
d’air) (1,5,14,27,30,37). Cette constatation a été rapportée dans plusieurs études et confirme 
l’intérêt d’évaluer les deux milieux en parallèle (15,205).  
A l’issue de cette étude, la NASBA Panfungi nous apparait comme une technique 
prometteuse dans l’évaluation de la charge fongique des environnements à contamination 
faible. Plus rapide que la culture mycologique, cette méthode permettrait une mise en place 
précoce d’actions curatives en cas de contamination avérée d’un secteur. De plus, sa 
spécificité, sa bonne sensibilité et la capacité de mise en évidence de champignons viables 
non cultivables permettraient une détection plus précise de la charge fongique « réelle » (117). 
Compte tenu du faible nombre de prélèvements positifs obtenus (ce qui est cohérent avec une 
évaluation d’un secteur à air maitrisé), il n’a pas été possible d’établir dans cette étude une 
relation entre la quantité d’ARN fongique (exprimée en Geq) et le nombre de spores présentes 
dans l’environnement (exprimé en UFC). Cette problématique, qui ne correspondait pas à 
notre objectif initial, devra donc être évaluée par une nouvelle étude. Le développement de la 
NASBA Panfungi ouvrirait des perspectives dans de nombreux domaines où la qualité et la 
maitrise de l’air et des surfaces constituent une nécessité: secteur hospitalier et aérospatial 
bien sur, mais également industriel ou agroalimentaire. Dans ces secteurs d’activité cette 
maitrise peut se révéler indispensable pour la santé humaine mais également dans une 
démarche d’assurance qualité, en vue d’une certification ou d’une accréditation.   
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L’air et les surfaces d’un environnement sont naturellement contaminés par des micro-
organismes: bactéries, levures, champignons filamenteux… Organismes eucaryotes 
ubiquitaires, les spores fongiques peuvent rester en suspension dans l’air ou sédimenter sur les 
surfaces. En secteur hospitalier, cette contamination fongique environnementale peut être 
responsable d’infections fongiques invasives nosocomiales. Dans le domaine de l’aérospatial, 
elle constitue un risque écologique et sanitaire, compte tenu de l’immunodépression induite 
par les vols spatiaux. La maitrise de l’environnement est nécessaire dans ces secteurs et 
requiert une détection rapide et sensible de la flore fongique. 
Le projet MiDASS a pour objectif de répondre à cette problématique par la mise au point 
d’une plateforme miniaturisée capable de détecter par biologie moléculaire les champignons 
et bactéries de l’air et des surfaces. La NASBA Panfungi développée dans le cadre de cette 
collaboration entre l’Agence Spatiale Européenne et bioMérieux est une technologie de 
détection rapide et exhaustive de l’ARNr 28S, témoin de la présence de spores fongiques. La 
sensibilité et la spécificité de la NASBA Panfungi avaient déjà été évaluées sur des souches 
fongiques sélectionnées, mais les performances de cette méthode restaient à étudier dans le 
domaine environnemental.  
L’objectif principal de notre étude était d’évaluer les performances de la NASBA Panfungi 
par rapport à la culture mycologique en environnement très faiblement contaminé. Dans le 
cadre de ce travail, 206 prélèvements de surfaces et 44 prélèvements d’air, répartis sur 
respectivement douze et onze campagnes ont été réalisés dans trois secteurs d'une unité 
d'hématologie du CHU de Grenoble, comprenant un secteur à air maitrisé et correspondant à 
trois niveaux de contamination fongique différents. Chaque point de prélèvement a été 
contrôlé en parallèle par la NASBA et la culture. 
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L’évaluation de la NASBA Panfungi par rapport à la culture mycologique traditionnelle sur 
les prélèvements de surfaces a montré une concordance globale de 86,57% (174/201). 
L’agrément entre les deux méthodes est ici considéré comme fort, avec un coefficient Kappa 
ajusté à la prévalence de 73,1%. Sur les prélèvements d’air, cette concordance a été évaluée à 
81,58% (31/38). Le degré d’accord est également considéré fort, avec un coefficient Kappa 
ajusté à la prévalence de 63,4%.   
Certaines discordances ont été observées entre les deux méthodes et concernent 
principalement les zones à charge fongique quasi nulle. Ces écarts constatés entre les deux 
méthodes semblent dus à la répartition aléatoire des spores fongiques dans les environnements 
étudiés. De plus, la très bonne sensibilité analytique de la NASBA Panfungi et sa capacité à 
détecter des éléments fongiques non ou difficilement cultivables pourrait expliquer que 
plusieurs prélèvements (7,46% des prélèvements de surfaces et 5,26% des prélèvements d’air) 
aient été considérés positifs par la NASBA et négatifs par la culture mycologique. 
Il n’a pas été possible dans cette étude d’établir significativement une corrélation quantitative 
entre le taux d’ARNr 28S évalué par la NASBA et le nombre de colonies fongiques obtenu 
par la culture mycologique. En effet, le nombre d’échantillons positifs collectés lors de cette 
évaluation réalisée en environnement à air maitrisé était trop faible pour une véritable étude 
statistique. Cette question ne constituait cependant pas l’objectif principal de notre travail. 
L’apport de la NASBA Panfungi ouvre de nombreuses perspectives dans le domaine de 
l’évaluation de la contamination fongique des environnements à air maitrisé. Outre les 
secteurs hospitaliers et aérospatiaux, sa sensibilité et sa rapidité d’analyse pourraient 
permettre son adaptation dans d’autres domaines où la maitrise de la contamination 
microbienne environnementale est nécessaire, en particulier les secteurs pharmaceutiques, 
industriels et agroalimentaires. Cependant, une évaluation complémentaire de faisabilité et de 
coût est nécessaire afin de démontrer la compatibilité de cette technique avec les contraintes 
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Points de prélèvements Résultat de la 
culture fongique 
(en UFC /25cm²) 






Zone 1 Chambre 
n°1 
Grande table 1  0 
Grande table 0 0 
Table de 
chevet 
2  0 









Table 0 0 
Placard 0 0 








Zone 2 Sas 
chambre 
n°1 
Surface 0 0,9 
Office 
infirmier 




Couloir Porte 0 0 
Fenêtre 1  2,8 
Zone 3 Hall 
Ascenseur 








Campagne 2 Zone 1  Chambre n°1 Grande table 0 0 
Placard 0 0 
Porte 0 0 
Télévision 0 0 
Téléphone 0 2,5 
Table chevet 0 0 
Chambre n°2 Table repas 0 0 
Support électrique 1 0 0 
Vélo 0 0 
Tableau 0 0 
Support électrique 2 0 0 
Moniteur 0 0 
Zone 2 Sas chambre n°1 Rangement 12  2,9 
Office infirmier Préparatoire 0 0 
Frigo 2  0 
Couloir Rambarde métallique 0 4,6 







Chambre n°1 Table 0 0 
Tableau 0 0 
Chaise 0 0 
Porte sanitaires 0 0 
Téléphone 0 0 
Support métallique (fermeture 
porte) 
0 0 
Chambre n°14 Table repas 0 0 
Télévision 0 0 
Selle vélo 0 0 
Table chevet 0 0 
Support électrique 0 0 





Support (rangement) 5  1,26 
Office infirmier Préparatoire 0 0 
Bureau 0 0 
Couloir Placard ménage 0 6,2 
Zone 
3 








Campagne 4 Zone 1 Chambre n°1 Tiroir table chevet 1  0 
Tableau 0 1,96 
Chaise 0 0 
Matelas 4  11,36 
Télévision 0 0 
Tiroir table chevet 0 0 
Chambre n°2 Table chevet 0 0 
Téléphone 0 0 
Tableau 0 0 
Table (coté fenêtre) 0 0 
Support électrique Invalid  
Placard 0 0 
Zone 2 Sas chambre n°1 Support (rangement) 0 1,38 
Office infirmier Préparatoire 0 0 
Tableau 0 0 
Couloir Frigo 0 0 







Chambre n°13 Table repas 0 0 
Table chevet 0 0 
Accoudoir chaise 0 0 
Table (proche fenêtre) 0 0 
Pousse seringue électrique 0 0 
Support métallique (fermeture 
porte) 
0 0 
Chambre n°14 Tableau 0 0 
Table chevet 0 0 
Télévision 0 4,17 
Table (proche fenêtre) 0 0 
Armature lit 1 0 





Placard 0 1,38 
Office infirmier Bureau 0 0 
Support électrique 0 3,55 
Couloir Chariot infirmier 0 0 
Zone 
3 








Campagne 6 Zone 1 Chambre n°5 Table repas 0 0 
Table chevet 0 0 
Tableau 0 0 
Téléphone 0 0 
Réveil 0 0 
Télévision 0 0 
Chambre n°9 Chaise 0 0 
Fenêtre 0 0 
Moniteur 0 0 
Support électrique 0 0 
Armature lit 0 0 
Table chevet 0 0 
Zone 2 Sas chambres n° 9/10 Lavabo 0 0 
Etagère 0 0 
Office infirmier Préparatoire 1 UFC 2,15 
Armoire 0 0 
Couloir Salle pause 0 0 











Table 0 0 
Télévision 0 0 
Vélo 0 0 
Table chevet 0 0 










Table repas 0 0 





Couvercle poubelle 1 0 
Office infirmier Préparatoire 0 0 
Frigo 1 7,58 
Couloir Lingerie 0 0 
Zone 
3 








Campagne 8 Zone 1 Chambre n°1 Téléphone 0 0 
Lavabo 0 0 
Applique lampe murale 0 0 
Lit 0 0 
Chaise 0 0 
Table 0 0 
Chambre n°11 Pédale vélo Invalid 0 
Robinet douche 16 3,15 
Chaise 2 0 
Dispositif fermeture porte 1 0 
Support électrique 0 0 
Table repas 0 0 
Zone 2 Sas chambre n°11/12 Support essuie mains 0 0 
Office infirmier Frigo 0 0 
Lavabo 1 1,04 
Couloir Chariot médecin 0 dnq 
Zone 3 Hall Ascenseur Chaises 48 115,68 
 
Campagne 9 Zone 1 Chambre n°1 Porte savon (salle de bain) 0 0 
Chaise 0 0 
Tableau (porte brosse) 0 0 
Table de chevet 1 0 
Système fermeture porte 0 0 
Télévision 0 0 
Chambre n°5 Table de chevet 0 0 
Applique lampe (proche télévision) 0 0 
PSE 0 0 
Support électrique 0 0 
Balance 0 1,68 
Poubelle 0 0 
Zone 2 Sas chambres 4/5 Tableau 0 0 
Office infirmier Préparatoire 0 0 
Poste informatique 2 2,7 
Couloir Bureau infirmier 0 1,05 















Chambre n°1 Interrupteur (proche porte) 0 0 
Applique lampe 0 0 
Support électrique 0 0 
Fenêtre salle de bain 1 14,86 
Rebord fenêtre 4 0 
Grande table 0 0 
Chambre n°7 Table repas 0 0 
Selle vélo 0 0 
Télévision 0 0 
Monitorage (écran) 0 0 
Appareil step 0 0 







Support essuie tout 0 0 
Office infirmier Armoire 0 0 
Préparatoire 0 0 
Couloir Chaises 1 0 
Zone 
3 







Chambre n°13 Table 0 0 
Accoudoir fauteuil 0 0 
Chaise 0 0 
Système fermeture porte 
(métal) 
0 0 
Appareil Step 0 0 
Pédale vélo 0 0 
Chambre n°6 Support électrique 0 0 
Cuvette toilettes Invalid 0 
Lavabo 0 1,88 
Applique lampe (proche 
salle de bain) 
0 3,2 
PSE 0 0 





Lavabo 0 0 
Office 
infirmier 
Armoire pharmacie 0 0 
Poste informatique 0 0 
Couloir Chariot infirmier 0 0 
Zone 
3 












Chambre n°6 Lavabo 0 0 
Tiroir table de chevet 0 8,99 
Télévision 0 dnq 
Support électrique 0 0 
Applique lampe (proche 
salle de bain) 
0 0 
Table (proche fenêtre) 0 0 
Chambre n°1 Applique lampe (proche 
salle de bain) 
0 dnq 
Base table repas 0 0 
Tiroir table de chevet 0 0 
Téléphone 0 0 
Applique lampe (proche 
fenêtre) 
0 0 





Etagère 0 0 
Office 
infirmier 
Préparatoire 0 0 
Armoire solutés et DM 0 0 









Dnq : détectable mais non quantifiable (<1 Geq) 
Invalid : résultat exclut de l’étude  
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Annexe 2 : Résultats des campagnes de prélèvements d’air 
N° de 
campagne 
Zone étudiée Points de 
prélèvements 











Campagne n°1 Zone 1 Chambre n°1 1 2,3 
Zone 2 SAS chambre 
n°1 
1 13,4 
Office infirmier 2 Invalid 
 
Campagne n°2 Zone 1 Chambre n°1 5 0 
Zone 2 SAS chambre 
n°1 
18 26 
Office infirmier 3 1,1 
Zone 3 Hall Ascenseur 36 110 
 
Campagne n°3 Zone 1 Chambre n°1 1 0,9 
Zone 2 SAS chambre 
n°1 
5 3,5 
Office infirmier 1 0 
Zone 3 Hall Ascenseur 56 12 
 
Campagne n°4 Zone 1 Chambre n°1 0 1 
Zone 2 SAS chambre 
n°1 
1 3,4 
Office infirmier 4 0 
Zone 3 Hall Ascenseur 16 23,5 
 
Campagne n°5 Zone 1 Chambre n°13 0 1,69 
Zone 2 SAS chambres 
n°13/14 
2 0 
Office infirmier 5 6 
Zone 3 Hall Ascenseur Non quantifiable Invalid 
 
Campagne n°7 Zone 1 Chambre n°8 0 0 
Zone 2 SAS chambre 
n°11/12 
3 2,77 
Office infirmier 9 44,14 






Campagne n°8 Zone 1 Chambre n°1 4 Invalid 
Zone 2 SAS chambre 
n°11/12 
6 1,7 
Office infirmier 1 1,84 
Zone 3 Hall Ascenseur 31 15,81 
 
Campagne n°9 Zone 1 Chambre n°1 1 6,15 
Zone 2 SAS chambres 
n°4/5 
2 4,51 
Office infirmier 4 3,79 




Zone 1 Chambre n°1 0 0 
Zone 2 SAS chambres 
n°7/8 
3 0 
Office infirmier 3 7,3 




Zone 1 Chambre n°6 1 23,5 
Zone 2 SAS chambres 
n°13/14 
8 8,89 
Office infirmier 4 8,9 




Zone 1 Chambre n°6 0 Invalid 
Zone 2 SAS chambre 
n°6 
1 2,2 
Office infirmier 3 6,61 
Zone 3 Hall Ascenseur 19 14,25 
 




Annexe 3: Prélèvements non détectés par la NASBA et  




 Zone 1 Zone 2 
Colonies fongiques 
détectées sur les 
prélèvements de 
surfaces 
(n° de la campagne de 
prélèvements 
correspondante) 
1 UFC de Penicillium sp (n°1) 
2 UFC dont 1 Cladosporium 
sp (n°1) 
1 UFC champignon non 
identifié (n°4) 
1 UFC de Penicillium sp (n°5) 
2 UFC dont 1 Cladosporium 
sp (n°8) 
1 UFC de Penicillium sp (n°8) 
1 UFC d’Alternaria sp (n°9) 
4 UFC dont 2 dématiés (n°10) 
2 UFC de dématiés (n°2) 
1 UFC de dématié (n°7) 
1 UFC de Cladosporium sp (n°10) 
1 UFC champignon non identifié 
(n°12) 
Colonies fongiques 
détectées sur les 
prélèvements d’air 
(n° de la campagne de 
prélèvements 
correspondante) 
5 UFC dont 4 Cladosporium 
sp (n°2) 
 
1 UFC champignon non identifié 
(n°3) 
4 UFC dont 1 Cladosporium sp, 2 
Penicillium sp (n°4) 
2 UFC dont 1 Penicillium sp (n°5) 
3 UFC dont 1 Penicillium sp, 1 






Annexe 4: Communication scientifique 
 
Les résultats des 12 campagnes de prélèvements de surfaces réalisés dans le cadre de cette 
étude ont été associés à ceux réalisés entre le 13/01/11 et le 27/04/11 dans l’unité d’onco-
hématologie du CHU de Grenoble par G. Szymanski, interne en Biologie Médicale dans 
Laboratoire de Parasitologie Mycologie. 
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